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La dégradation protéolytique du collagène de type II est considérée comme étant un 
facteur majeur dans le processus irréversible de dégradation de la matrice cartilagineuse 
lors d’ostéoarthrose. Outre les collagénases de la famille des métaloprotéinases de la 
matrice (MMP-1, -8, -13), la cathepsine K est parmi les seules enzymes susceptibles de 
dégrader la triple hélice intacte du collagène de type II, devenant ainsi un élément pertinent 
pour les recherches sur l’ostéoarthrose.  
L’objectif à court terme de notre étude consiste en l’identification et la 
caractérisation de sites de clivage spécifiques de la cathepsine K sur le collagène de type II 
équin. La technique d’électrophorèse SDS-PAGE 1D permet la visualisation des produits 
de digestion et la validation des résultats de la caractérisation moléculaire des fragments 
protéolytiques. La caractérisation est réalisée en combinant la digestion trypsique précédant 
l’analyse HPLC-ESI/MS. Les résultats ont permis d’établir les sites, présents sur la carte 
peptidique de la molécule de collagène de type II équin, des 48 résidus prolines (P) et 5 
résidus lysines (K) supportant une modification post-traductionnelle. De plus, 6 fragments 
majeurs, différents de ceux produits par les MMPs, sont observés par SDS-PAGE 1D puis 
confirmés par HPLC-ESI/MS, correspondant aux sites suivants : F1 [G189-K190], F2 [G252-
P253], F3 [P326-G327], F4 [P428-G429], F5 [P563-G564] et F6 [P824-G825].  
Le fragment F1 nouvellement identifié suggère un site de clivage différent de l’étude 
antérieure sur le collagène de type II bovin et humain. L’objectif à long terme serait le 
développement d’anticorps spécifiques au site identifié, permettant de suivre l’activité 
protéolytique de la cathepsine K par immunohistochimie et ÉLISA, dans le cadre du 
diagnostic de l’ostéoarthrose. 
 






The proteolytic degradation of type II collagen is believed to be mainly an 
irreversible event in the process of cartilage matrix degradation in osteoarthritis. Cathepsin 
K is the most active enzyme protease outside the matrix metalloproteinase (MMP) family 
(MMP 13, -8, -1) capable of degrading the intact triple helical type II collagen. 
The short term objective of our study was to characterize the specific cleavage sites 
of CK on type II collagen. Our long term goal is to develop antibodies specific to these sites 
to develop biomarkers to detect it’s cleavage, for the early diagnosis of OA. Thus, in order 
to achieve our first goal, Cathepsin K cleavage of equine type II collagen was first 
examined by SDS-PAGE electrophoresis. Molecular characterization of proteolytic 
fragments, and therefore cleavage sites, was performed using tryptic digestion followed by 
LC-ESI/MS analysis to establish a comprehensive peptide map which was used as a 
template to identify specific proteolytic cleavage by cathepsin K. Comprehensive peptide 
mapping provided information on post-translational modifications and permitted the 
identification of 48 proline (P) and 5 lysine (K) residues that were subject to post 
translational modification. Six major fragments were observed on 1D SDS-PAGE and 
confirmed by HPLC-ESI/MS including F1 [189-190], F2 [252-253], F3 [326-327], F4 [428-
429], F5 [563-564] and F6 [824-825]. The observed F1 fragment showed that cleavage was 
three residues N-terminal to the site reported previously for bovine type II collagen. 
These new findings will be used to develop new analytical methods to quantify 
biomarkers associate to equine type II collagen degradation in osteoarthritis patient and/or 
to support the development of new treatments. 
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L’ostéoarthrose (OA) est une maladie articulaire chronique, dégénérative, complexe 
et caractérisée par des changements affectant la totalité des tissus de l’articulation, y 
compris une dégradation progressive et irréversible du cartilage. Elle se manifeste le plus 
souvent par de l’inflammation et des douleurs articulaires d’intensités variables, ainsi 
qu’une perte de la mobilité (Sharma et Kapoor, 2007). Chez les humains, elle mène à une 
diminution de la qualité de vie (Caron, 2003; Sharma et Kapoor, 2007). 
Il a été estimé que plus de 80% de la population humaine âgée de 55 à 65 ans serait 
atteinte d’OA, symptomatique ou non (Sharma et Kapoor, 2007). Cette pathologie est 
également observée chez d’autres mammifères, comme le chien, le chat et plus 
particulièrement chez les chevaux (Céleste et al., 2005). Chez les chevaux de compétition, 
l’OA est très fréquemment responsable d’une diminution de leur performance et de leur 
retrait prématuré dû à des boiteries chroniques (Caron, 2003; Riggs, 2006). Ceci se traduit 
par des pertes économiques importantes pour l’industrie équestre (Goodrich et Nixon, 
2006). Selon certains chercheurs, nous retrouvons plusieurs similitudes entre le cheval et 
l’humain au niveau des composants de la matrice cartilagineuse articulaire et de ses 
mécanismes de guérison (Richardson et Dodge, 1997; Frisbie et al., 2006; Frisbie et al., 
2007). Le cheval peut donc être un modèle intéressant pour l’expérimentation et la 
recherche sur l’OA (Frisbie et al., 2006). 
L’une des hypothèses émises concernant le déclenchement du processus dégénératif 
de la matrice du cartilage, caractéristique de l’OA, serait la conséquence d’un déséquilibre 
de l’homéostasie métabolique favorisant les voies cataboliques dans ce tissu (Sharma et 
Kapoor, 2007). Ce dérèglement causerait une augmentation de l’expression de certaines 
protéases entraînant la dégradation des composants essentiels du cartilage articulaire et 
engendrant à long terme des dommages irréversibles (Caron, 2003; Jones et al., 2008). 
La matrice cartilagineuse articulaire est principalement composée de collagène de 
type II,  qui est l’un des composants responsable de sa résistance aux forces mécaniques 
(Meyer et Wiesmann, 2006). La dénaturation du collagène de type II, causée par l’action 
des protéases, est associée à un affaiblissement  de la structure matricielle et est considérée 




cartilagineuse, lors d’OA (Dodge et Poole, 1989; Garnero, 2007). La molécule de collagène 
de type II est composée d’une triple hélice normalement résistante à dégradation 
protéolytique. Cependant, seulement certaines enzymes ont la capacité de dégrader cette 
protéine sous sa forme intacte. Les collagénases (MMP-1, -8, -13) de la famille des MMPs 
sont capable d’initier le premier clivage de la molécule du collagène de type II (Caron, 
2003; Garnero, 2007). La cathepsine K (CK), une enzyme présente chez les vertébrés, est 
aussi susceptible de dégrader, in vivo, la molécule intacte de collagène de type II (Kafienah 
et al., 1998; Vinardell et al, 2008). Selon la littérature, les deux joueurs principaux de la 
dégradation du collagène de type I et II, lors de pathologies de l’articulation, seraient 
certains MMPs et la CK (Salminen-Mankonen et al., 2007). De plus, une étude a bien 
démontré que la CK était effectivement active dans le processus de dégradation du cartilage 
articulaire équin (Vinardell et al, 2008). L’action de la MMP-13 sur le collagène de type II 
a largement été étudiée ces dernières décennies (Tardif et al., 2004; Sumer et al., 2006). Par 
contre, le mécanisme d’action de la CK sur le collagène de type II est peu connue 
(Salminen-Mankonen et al., 2007).  
L’objectif de cette étude est d’identifier et de caractériser, in vitro, les fragments les 
plus abondamment produits par l’activité enzymatique de la CK sur le collagène de type II 
équin. Une investigation approfondie du profil catabolique du collagène de type II par la 
CK pourrait mener à une éventuelle identification d’un néoépitope : celui-ci pouvant être 
un biomarqueur spécifique de l’activité enzymatique de la CK et identifié, ou retrouvé, 
dans le liquide synovial, dans l’urine ou les tissus (Voet et Voet, 1995). L’identification 
d’un biomarqueur spécifique à l’activité de CK pourrait, potentiellement, permettre 
l’établissement d’un test ELISA quantitatif. Ce qui pourrait permettre un suivi métabolique 
en réponse à un agent thérapeutique, de fournir un pronostic approprié ainsi que des  
diagnostics précoces d’OA (Sumer et al., 2006). 
 Premier chapitre : Recension de la littérature 
1.1  Le cheval comme modèle pour l’ostéoarthrose 
La recherche sur les problèmes médicaux humains se fait régulièrement par 
l’utilisation d’animaux comme modèles. En effet, la souris, le rat, le lapin, le chien et le 
cheval ont tous été employés comme modèles expérimentaux pour l’étude de l’OA (Céleste 
et al., 2005; Bouchgua et al., 2008; Poole et al., 2010 ).  
Le cheval n’est pas un modèle expérimental d’OA fréquemment utilisé (McIlwraith, 
1996). Pourtant, certaines de ses caractéristiques articulaires sont semblables à celles de 
l’homme. Il y a une homologie de la séquence d’acides aminés (aa) du collagène de type II 
de 97% entre les deux espèces, de même que des similitudes au niveau de la physiologie, le 
mécanisme de réparation tissulaire, ainsi que la physiopathologie du cartilage, dont celui de 
la  progression de l’OA (Frisbie, Cross et McIlwraith., 2006; Frisbie et al., 2007).  
De tous les modèles animaux, l’épaisseur du cartilage articulaire du fémur distal 
équin se rapproche le plus de l’humain (Frisbie, Cross et McIlwraith, 2006). L’observation 
arthroscopique est aussi facilitée par la grosseur de l’articulation équine comparativement 
aux autres modèles utilisés. Enfin, l’une des articulations les plus atteintes par l’OA chez 
les chevaux, est celle du boulet, et celle-ci correspond à l’articulation métacarpo-
phalangienne chez l’homme, qui est régulièrement atteinte par cette maladie (Cantley et al, 
1999; Cruz et Hurting, 2008). Ces données représentent des arguments justifiant 
l’utilisation de l’articulation équine comme modèle d’étude sur l’OA. 
 
1.2  Anatomie de l’articulation synoviale 
Une articulation synoviale est une organisation tissulaire qui relie des extrémités 
osseuses adjacentes. Elle permet des mouvements variés et lors d’un choc, de distribuer les 
forces mécaniques subies sur les différentes structures de l’articulation, afin de diminuer 
l’impact global (Todhunter, 1996; Marieb et Hoehn, 2007).  
La figure 1.1 représente une articulation constituée des extrémités osseuses 
recouvertes d’une fine couche de cartilage hyalin. Ce dernier baigne dans un liquide 




ligaments de la capsule fibreuse (Frisbie, 2006; Marieb et Hoehn, 2007). Les  propriétés de 
chacun des composants de l’articulation sont responsables de la fluidité des mouvements et 
de la capacité à résister aux différentes contraintes mécaniques. Cependant, ce sont les 
attributs du cartilage qui jouent un rôle primordial parmi les constituants (Todhunter, 1996; 





Figure 1.1 :  Anatomie de l’articulation métacarpo-phalangienne d’un membre thoracique 





1.2.1  La membrane synoviale 
La membrane synoviale possède des propriétés structurales qui lui permettent non 
seulement de résister aux forces hydrauliques, mais aussi de gérer les phénomènes 
osmotiques dans l’articulation (Todhunter, 1996). Elle est composée de deux couches, la 
sous-intimale qui est constituée d’un tissu conjonctif gras bien vascularisé et innervé 
(Leeson et Leeson, 1980; Frisbie, 2006). Cette couche est responsable de l’immunité 
articulaire car elle gère le passage des monocytes, macrophages et lymphocytes présents 
dans le sang vers le liquide synovial. En conséquence, lors d’inflammation, il y a 
augmentation de la perméabilité membranaire, permettant un accès facilité aux cellules du 
système immunitaire vers l’intérieur de l’articulation (McIlwraith, 1996; Dewire et 
Einhorn, 2001). La seconde couche, l’intima, tapisse la surface interne de la membrane et 
elle est composée d’une à quatre couches de cellules synoviales (synoviocytes) de type A, 
B et C (Dewire et Einhorn, 2001; Frisbie, 2006). Les synoviocytes de type A sont 
responsables des fonctions phagocytaires. Les cellules de type B produisent des 
macromolécules composant le liquide synovial. Les synoviocytes de type C seraient 
l’intérimaire entre les synoviocytes de type A et B, et leur rôle est moins bien connu 
(Dewire et Einhorn, 2001; Frisbie, 2006). 
  
1.2.2  Le liquide synovial 
Le liquide synovial agit comme lubrifiant de la cavité articulaire. Il est composé de 
plasma filtré par la membrane synoviale et il a un pH physiologique de 7.1 +/- 0.4 
(Konttinen et al., 2002). Le liquide synovial est constitué, entre autres, d’eau, 
d’électrolytes, de protéines, de glycoprotéines, d’acide hyaluronique, de lubricine et de 
phospholipides (Frisbie, 2006; Altman, 2007). Mais ce sont les concentrations en acide 
hyaluronique et en lubricine qui sont principalement responsables de la viscosité et de la 
réduction de la friction entre les surfaces (Frisbie, 2006). C’est grâce à la diffusion du 




des médiateurs cellulaires aux chondrocytes, de même que l’évacuation des déchets 
cellulaires (Todhunter, 1996; Dewire et Einhorn, 2001; Caron, 2003; Meyer et Wiesmann, 
2006).  
 
1.2.3  L’os sous-chondral 
L’os sous-chondral forme une fine plaque de tissu osseux, entre la zone du cartilage 
articulaire et l’os épiphysaire. L’os sous-chondral permet de fournir un support structural et 
une stabilité au cartilage articulaire. Il joue un rôle dans la distribution mécanique des 
forces absorbées (Frisbie, 2006; Todhunter, 1996). Cette région osseuse est considérée 
comme étant, elle aussi, une porte d’entrée pour les nutriments. Il est donc impliqué dans le 
métabolisme des cellules de la membrane synoviale et du cartilage articulaire, telles les 
chondrocytes (Frisbie, 2006; Hulejova et al., 2007; Sandell, Heinegard et Hering., 2007). 
 
1.2.4  Le cartilage hyalin 
Le cartilage articulaire en santé apparaît lisse et solide, d’un blanc opaque rosâtre, 
présent à la surface de l’os sous-chondral (Meyer et Wiesmann, 2006). Il est constitué 
d’une matrice où résident les chondrocytes. Cette matrice est non vascularisée et non 
innervée. Ceci explique l’importance de l’apport nutritionnel par diffusion de la membrane 
synoviale et de l’os sous-chondral, afin de subvenir aux besoins des cellules présentes dans 
le cartilage (Meyer et Wiesmann, 2006). 
 
1.3  La matrice du cartilage articulaire 
La matrice extracellulaire du cartilage présente une architecture composée de 
différentes combinaisons de molécules. L’abondance de ces composants varie en fonction 
de leur localisation spatiale dans l’articulation, de l’âge et de l’espèce de l’animal 




cartilage mature est constitué d’environ 70% d’eau, de molécules de collagène, des 
aggrécanes, des protéoglycanes, des glycoprotéines ainsi que plus de 400 autres protéines 
distinctes (Todhunter, 1996; Meyer and Wiesmann, 2006; Wu et al., 2007). Par ailleurs, les 
chondrocytes, les cellules responsables de cette organisation matricielle, y sont retrouvées 
de façon clairsemée. L’ensemble forme une organisation complexe qui contribue à 
l’efficacité des propriétés caractéristiques de l’articulation synoviale (Hay, 1982). 
 
1.3.1  Les chondrocytes 
Le chondrocyte est le seul type cellulaire présent dans le cartilage. Les chondrocytes 
occupent de façon hétérogène entre 2 à 5% de la matrice cartilagineuse mature. Ils ont la 
capacité de synthétiser et de dégrader les composants de la matrice, afin de maintenir 
l’intégrité de celle-ci (Poole et al., 2001; Caron, 2003). Le métabolisme des chondrocytes 
peut être influencé par plusieurs types de stimuli intrinsèques et extrinsèques, afin de 
maintenir l’homéostasie de l’environnement cartilagineux. L’homéostasie correspond à 
l’équilibre entre les phénomènes de synthèse (anabolisme) et de dégradation (catabolisme), 
afin que l’un n’excède pas l’autre, tout en permettant un renouvellement des composants 
matriciels altérés (Caron, 2003; Meyer et Wiesmann, 2006). Par contre, étant donnée la 
nature anaérobique prédominante de la matrice, la vitesse du métabolisme des chondrocytes 
est évaluée à environ 2% d’une cellule normalement vascularisé (Todhunter, 1996). La 
synthèse du collagène de type II (figure 1.2), des aggrécanes ainsi que de certaines enzymes 
cataboliques sont des sujets qui seront plus amplement discutés ultérieurement (section 
1.5). 
 
1.3.2  Le collagène 
Le collagène est une protéine extracellulaire représentant environ 60% du poids sec 
de la matrice du cartilage articulaire mature (Voet et Voet, 1995; Eyre, 2002). Les 




VI, IX, X, XI, XII et XIV (Poole et al., 2001; Eyre et al., 2006;). Le collagène de type II 
représente environ 90% de la composition en collagène total de la matrice cartilagineuse 
(Todhunter, 1996), alors que le collagène de type IX et XI occupe respectivement environ 
1% et 3% du cartilage adulte (Eyre et al., 2006). Les autres types de collagène sont présents 
à des pourcentages inférieurs de 1% (Eyre, 2002; Poole, 2004). La partie matricielle du 
cartilage est principalement composée de copolymère de collagène de type II, IX et XI avec 
d’autres molécules (Eyre, 2002) (figure 1.2).  
 
1.3.2.1  Le collagène de type II 
Le collagène de type II est une glycoprotéine hélicoïdale composée de trois chaînes 
polypeptidiques identiques, enchevêtrées et tressées, pour former une triple hélice de pas 
droit (Hay, 1982; Voet et Voet, 1995). Le collagène de type II est une molécule,  un 
monomère, représenté par le symbole ([α 1(II)]3) (Hay, 1982). La chaîne native est 
composée de 1487 aa chez l’espèce humaine et bovine et de 1418 aa chez l’espèce équine 
(Su et al., 1989; Richardson et Dodge, 1997). Elles sont caractérisées par la répétition d’un 
triplet d’aa Gly–X–Y, où le X est une proline et le Y une hydroxyproline, dans 13% et 9% 
des cas, respectivement. (Voet et Voet, 1995; Hay, 1982).  
Le collagène de type II est synthétisé et sécrété par les chondrocytes (Hay, 1981) 
(figure 1.2). Cependant, avant d’être sécrété, le collagène doit subir quelques modifications 
post-traductionnelles afin de stabiliser la protéine. En effet, il y aura hydroxylation de 
quelques résidus proline et lysine, ainsi que quelques glycosylations sur certains résidus 
lysines hydroxylés et portera le nom de procollagène (Hay, 1982; Voet et Voet, 1995; 
Todhunter, 1996). Une fois les chaînes assemblées, cette néo-protéine est composée de trois 
domaines; deux domaines globulaires aux extrémités (amino et carboxyl terminal) ainsi 
qu’un domaine central, la partie hélicoïdale (figure 1.2). Ces trois chaînes sont retenues par 
quelques ponts disulfures situés dans les domaines globulaires, alors que dans la partie 
hélicoïdale, elles sont retenues par des forces de Van der Waals et des ponts hydrogènes 




Une fois sécrétés dans la matrice, les domaines globulaires amino (N) et carboxy 
(C) terminaux seront clivés, par les procollagènes peptidases pour former la molécule de 
tropocollagène (Hay, 1981; Todhunter, 1996) (figure 1.2). Cette modification 
extracellulaire permet les réticulations, le rassemblement longitudinal et transversal de 
plusieurs tropocollagènes, afin de former une structure quaternaire complexe, rigide et peu 
soluble, nommée fibrille, fibre de collagène ou collagène mature (figure 1.2) (Voet et Voet, 
1995). Fibrille est le nom donné aux fibres de collagène n’étant pas observables au 
microscope optique (Van Der Rest et Garrone, 1991). Les molécules de collagène sont 
retenues ensemble par des liens covalents hydroxypyridinines situés aux extrémités des 
domaines hélicoïdaux, ainsi que des liens de réticulation des résidus lysine (Voet et Voet, 
1995). D’ailleurs, les zones hydrophobiques de la partie hélicoïdale des molécules s’attirent 
entre elles, ce qui confère à la structure une stabilité, une rigidité et une résistance 
importante aux protéases (Voet et Voet, 1995; Poole et al., 2001). Par contre, les fibrilles de 
collagène nouvellement formées lors du processus de réparation ne présentent pas 
exactement les mêmes propriétés que celles générées lors du processus de croissance. Elles 
sont plus fragiles et moins résistantes à la dégradation enzymatique (Sandell, Heinegard et 
Hering., 2007). 
Diverses ramifications de collagène de type IX et XI se lient à la structure 
quaternaire des fibres de collagène par des liens covalents en plus de quelques autres 
protéines et molécules du cartilage (figure 1.2). Ceci démontre la complexité du réseau 
fibrillaire présent dans la matrice (Poole et al., 2001; Meyer and Wiesmann, 2006). Cette 
organisation tridimensionnelle complexe est un élément clé de sa résistance générale aux 
enzymes protéolytiques et de la capacité d’absorption des chocs par le cartilage (Poole et 



















Figure 1.2 La voie intracellulaire et extracellulaire de la synthèse des molécules de collagène de type I (similaire pour type II). A) Les 
voies intracellulaires et extracellulaires de la synthèse des molécules de collagène de type I (image modifiée d’après : Van Der 
Rest M, 1991) et B) Liaisons entre les collagènes de type II, IX et XI  (Eyre et al., 2006).  
 
 1.3.3  Les aggrécanes 
Les aggrécanes représentent plus de 85% des protéoglycanes du cartilage articulaire, 
ce qui correspond à environ 25% du poids sec de la matrice (Poole, 1986; Frisbie, 2006). 
Par contre, l’abondance des aggrécanes dans la matrice varie en fonction de l’âge de 
l’individu et de sa localisation spatiale dans l’épaisseur du cartilage (Meyer et Wiesmann, 
2006). Ces macromolécules d’environ 200 kDa, de la famille des protéoglycanes, sont 
constituées de glycosaminoglycanes (GAGs) liées à une protéine centrale, assemblées sous 
une forme de goupillon. Les aggrécanes sont unis par des liaisons non-covalentes (forces de 
Van der Waals, ioniques et d’hydrogènes) aux fils d’acide hyaluronique qui passent entre 
les molécules de collagène de type II et des autres protéines (Poole, 1986; Zhu et al, 1996; 
Meyer et Wiesmann, 2006) (figure 1.3). Les aggrécanes sont des molécules chargées 
négativement, ce qui leur donne une grande capacité de rétention des molécules d’eau. Ceci 
joue un rôle prédominant dans l’aptitude de la structure à supporter diverses forces de 
compressions. (Knudson et Knudson, 2001; Meyer et Wiesmann, 2006).  
 
1.3.4  Autres protéines et molécules 
D’autres types de protéoglycanes moins complexes et autres petites protéines 
composent la matrice extracellulaire (Poole et al., 2001). Jusqu’à présent, un peu plus de 
400 protéines extra-matricielles distinctes ont été identifiées dans le cartilage articulaire 







Figure 1.3 :  Agencement moléculaire et structural de la matrice (image modifiée de 
Poole et al., 2001). 
 
1.4   L’ostéoarthrose 
L’OA est une affection musculo-squelettique chronique très répandue, tant chez 
l’homme que chez les autres animaux, et plus particulièrement chez les chevaux (Frisbie, 
2006; Sharma et Kapoor, 2007). Près de 80% de la population humaine âgée d’au moins 65 
ans en serait affectée de façon clinique ou non. Ce qui représente plus de 20 millions 
d’Américains, et en fait la forme la plus répandue d’arthrite (Sharma et Kapoor, 2007). 
Malgré le fait que cette maladie soit associée au vieillissement, elle peut être observée 
prématurément, pouvant même s’observer avant la maturité, comme chez l’homme et les 




Trois grandes hypothèses pourraient expliquer l’étiopathologie de l’OA. La 
première serait un défaut génétique qui résulte en une matrice cartilagineuse anormale, 
donc plus susceptible aux forces mécaniques physiologiques. La seconde serait des 
changements morphologiques suite à des traumas (unique ou répétitifs) qui engendreraient 
subséquemment des dommages cartilagineux mécaniques. La troisième, la plus populaire, 
serait que l’OA proviendrait de déséquilibre homéostatique du système métabolique du 
cartilage articulaire. C’est-à-dire qu’un stress mécanique très important ou répétitif sur le 
cartilage articulaire stimulerait les enzymes cataboliques du cartilage causant des 
dommages plus élevés que la capacité réparatrice du cartilage (Caron, 2003). 
 Cependant, l’OA est une maladie multifactorielle dont la physiopathologie n’est 
pas totalement élucidée et dont les implications exactes de chaque composant de 
l’articulation sont encore mal connues (Goldring et Goldring, 2007).  
 
1.4.1 Changements macroscopiques du cartilage articulaire lors 
d’OA 
Du point de vue macroscopique, la progression de l’OA est caractérisée par la perte 
graduelle de l’aspect lisse de la surface du cartilage et l’apparition d’érosion du cartilage 
hyalin. Des fissures de différentes profondeurs et des érosions focales peuvent être 
observées. Selon la sévérité, l’érosion du cartilage hyalin peut atteindre des étendues 
importantes et aller jusqu’à exposer l’os sous-chondral (Cantley, 1999; Frisbie, 2006; 
Aubrey et Hough, 2007). La perte de la matrice cartilagineuse affecte également les 
capacités d’amortissement et de dispersion des forces mécaniques, causant une sclérose de 
l’os sous-chondral, associé à l’OA avancé (Frisbie, 2006; Aubrey et Hough, 2007). 







1.4.2  Changements histologiques du cartilage articulaire lors d’OA 
Les changements morphologiques et structurels subis par la matrice du cartilage lors 
de la progression de la pathologie peuvent être confirmés par l’utilisation de coloration 
histologique (figure 1.4). Par exemple, les protéoglycanes présents dans la matrice sont mis 
en évidence par une coloration Safranin O-Fast Green (Mankin et al., 1971). La coloration 
au Picrosirius red permet d’observer l’épaisseur et l’orientation des fibres de collagène sous 
une lumière polarisée (Dayan et al., 1989). 
L’un des premiers signes de dégénérescence de l’articulation atteinte par l’OA est 
une perte des protéoglycanes. Elle s’observe par une diminution de la coloration rougeâtre 
du cartilage coloré avec Safranin O-Fast Green (figure 1.4). Cette perte s’observe 
particulièrement en surface du cartilage articulaire, mais l’érosion de la matrice progresse 
en profondeur selon la progression des dommages de la structure. La coloration avec 
Picosirus Red peut révéler une perte et une désorganisation tridimensionnelle des fibrilles 
de collagène (figure 1.4) (Vinardell et al., 2008).  
Au niveau cellulaire, les chondrocytes, présents dans le quart inférieur de 
l’épaisseur du cartilage, sont regroupés sous l’apparence linéaire, soit perpendiculairement 
à la base de l’os sous-chondral (Aubrey et Hough, 2007). Or, lors de la pathologie, 
plusieurs chondrocytes se rassemblent par groupes de trois à quatre cellules, nommés 
«cluster», dans l’objectif de se multiplier. Ils perdent ainsi leur arrangement en colonne 
(Aubrey et Hough, 2007). De plus, lorsque le cartilage est affaibli par l’érosion, la capacité 
de la structure à retenir les chondrocytes à l’intérieur de la matrice diminue et une réduction 
des nombres de chondrocytes est remarquée. Cette perte cellulaire entraîne aussi une 



















Figure 1.4 :  Coupes histologiques de cartilage articulaire métacarpien équin sain (A), 
près d’une lésion (B) et dans la lésion (C) d’OA, colorées avec Safranine O-
Fast Green et Picrosirius red (image tirée de Vinardell et al., 2009). 
 
1.5   Déséquilibre de l’homéostasie du cartilage articulaire 
 
1.5.1  Homéostasie 
 Bien que l’articulation soit un environnement anaérobique, le cartilage est une 
structure dynamique où les chondrocytes ont comme fonction de maintenir l’intégrité de la 
structure (Meyer et Wiesmann, 2006). Cette tâche consiste à gérer l’équilibre métabolique 
entre les interactions complexes des différents agents des phénomènes anaboliques et 
cataboliques, quelle que soit l’espèce (Caron, 2003; Meyer et Wiesmann, 2006). Afin 
d’accomplir cette fonction, les chondrocytes possèdent différents types de récepteurs 
membranaires. Certains permettent la régulation des activités métaboliques cellulaires en 









mécanique important, il y a altération de la matrice, ainsi que le détachement de fragments 
de fibronectine et de collagène type II principalement. Ceux-ci seront alors reconnus par 
des récepteurs spécifiques et ils activeront les voies métaboliques selon la concentration de 
ces fragments (Homandberg, 2001; Yasuda et al., 2006). Une petite concentration 
stimulerait le système anabolique afin de procéder à la réparation tissulaire. Au-delà d’un 
certain seuil, les phénomènes cataboliques seraient stimulés. Une communication autocrine 
est envisageable afin de stimuler des activités cataboliques ou anaboliques, ainsi que 
stimuler les chondrocytes environnants, afin d’optimiser la réparation tissulaire 
(Homandberg, 2001; Yasuda et al., 2006).  
 
1.5.2  Phénomènes anaboliques 
L’anabolisme est une subdivision du métabolisme qui consiste en des actes physico-
chimiques participant à la croissance et à la réparation cellulaire (Voet et Voet, 1995). Étant 
donné que l’apport en oxygène aux chondrocytes est faible, leur métabolisme est très lent. 
Ainsi, le temps de renouvellement complet  pour les protéoglycanes est évalué à 280 jours, 
alors qu’il serait d’environ 400 ans pour le collagène de type II (Werb et Alexander, 1994;). 
Par contre, lors de la phase aiguë de réparation de la matrice cartilagineuse, les 
chondrocytes peuvent atteindre jusqu’à dix fois leur activité normale, pour une période de 
deux semaines (Eyre et al., 1980). 
La synthèse des constituants du cartilage par les chondrocytes serait initiée par des 
stimuli biomécaniques, par la présence de cytokines et de facteurs de croissance (Platt, 
1996). Les cytokines sont des peptides, des protéines ou des glycoprotéines, sécrétés par les 
chondrocytes. Leur rôle est de procéder à la signalisation cellulaire afin de stimuler la 
croissance, la différentiation et la survie cellulaire (Voet et Voet, 1995). L’inhibition des 
activités cataboliques est produite par les certaines interleukines (IL) : IL-10 et IL-13, 
particulièrement (Caron, 2003). Alors que les facteurs de croissance identifiés dans le 




Les chondrocytes ont aussi la capacité de réguler la dégradation de certains 
constituants du cartilage articulaire, par la sécrétion d’inhibiteurs protéiques spécifiques. 
Par exemple, les chondrocytes sécrètent des inhibiteurs appelés TIMPs afin d’inhiber les 
collagénases (de la famille des MMPs) ainsi que les aggrécanases (les ADAMTs) (Caron, 
2003; Hashimoto et al., 2007; Sandell, Heinegard et Hering., 2007). Les chondrocytes 
libèrent également des inhibiteurs de l’activité des cystéines, des sérines et des protéinases 
aspartiques. Ils font partie des familles des cystatines et des calpastatines (Lecaille et al., 
2007; Sandell, Heinegard et Hering., 2007).  
 
1.5.3  Phénomènes cataboliques 
 Les principaux médiateurs des phénomènes cataboliques, observés dans 
l’articulation, sont les cytokines pro-inflammatoires, les radicaux libres, de même que 
plusieurs types de protéases (Caron, 2003; Hashimoto et al., 2007; Sandell, Heinegard et 
Hering., 2007). Les cytokines pro-inflammatoires, IL-1 α et β ainsi que TNF-α, jouent un 
rôle dans la différentiation et la modulation cellulaire, mais plus particulièrement dans 
l’induction de l’inflammation (Voet et Voet, 1995; Caron, 2003). Par exemple, la liaison de 
l’IL-1 α et β à leurs récepteurs IL -1Rs respectifs, présents à la surface des chondrocytes, 
inhiberait la synthèse des protéoglycanes et des molécules de collagènes type II (Platt, 
1996). Ils stimulent aussi la libération de l’IL-6 et de la PGE2, un acteur important dans les 
mécanismes inflammatoires (Platt, 1996). Ces médiateurs stimulent donc la synthèse de 










1.5.4  Les protéases du cartilage 
L’activité catabolique serait possiblement nécessaire à l’élimination des fragments 
ou résidus libres, présents dans l’articulation, car la fragmentation de ces résidus pourrait 
permettre leur évacuation de l’articulation par diffusion aux travers de la membrane 
synoviale (Meyer et Wiesmann, 2006). Les médiateurs de l’activité catabolique, les 
enzymes, peuvent être retrouvés sous différentes formes dans le cartilage. Certains sont 
présents sous forme inactive, nommée zymogènes (précurseur inactif d’une enzyme) 
(Pelmont, 1995). D’autres sont synthétisés de façon ubiquitaire en très petite concentration, 
de façon à ce que la médiation anabolique inhibe leur action. Certaines ne sont synthétisées 
que pour répondre à un ou des stimuli spécifiques (Pelmont, 1995). 
La dégradation de la matrice cartilagineuse au sein d’une articulation atteinte d’OA 
est principalement attribuée à l’activité protéolytique des MMPs, des ADAMTs et de la CK 
(Werb et Alexander, 1993; Garnero, 2007). La famille des MMPs en particulier a été 
identifiée comme un joueur important dans la dégradation des constituants du cartilage 
(Werb et Alexander, 1993). Cette famille regroupe 23 membres identifiés chez l’humain, 
répertoriés en quatre sous-groupes selon leurs types d’activité (Visse et Nagase, 2003). Seul 
le sous-groupe des collagénases a démontré la capacité de cliver les molécules de collagène 
de type II intactes (non dénaturées), car cette dernière est une protéine généralement très 
résistante aux protéases. Par contre, certains autres ont la capacité de cliver la molécule de 
collagène de type II dénaturée (Caron, 2003). 
Le clivage dans la partie hélicoïdale intacte du collagène de type II peut être initié 
par la collagénase 1 (MMP-1), la collagénase 2 (MMP-8) et la collagénase 3 (MMP-13). 
Cependant, la MMP-13 est la plus active des trois (Caron, 2003; Garnero, 2007). En plus 
d’être une étape importante dans le processus d’initiation de l’OA, cette action 
protéolytique est aussi potentiellement un évènement irréversible dans la dégradation du 
cartilage (Garnero, 2007). En effet, une fois initié, ce premier clivage est responsable de la 
diminution de la résistance des fibrilles de collagène aux autres protéases, permettant la 




clivage par les MMPs -1, -8 et -13 est situé entre les aa G775-L/I776, de tropocollagène 
humain. Ce qui cause la formation de deux fragments, l’un Col2-3/4 (de trois quarts de 
long) et l’autre Col2-1/4 (d’un quart) (Billinghurst et al., 1997) (figure 1.5).  
Il a été démontré que la collagénase 3 (MMP-13), joue un rôle clé dans la 
dégradation des molécules de collagène de type II, impliqué dans l’OA (Billinghurst et al., 
1997; Sandell, Heinegard et Hering., 2007). Cette découverte a mené à des travaux sur 
l’identification de biomarqueurs permettant de suivre le profil métabolique du collagène de 
type II au sein du cartilage articulaire (Sumer, 2006; Garnero, 2007). Quelques 
biomarqueurs ont été proposés, afin de suivre l’évolution de la synthèse ou de la 
dégradation du collagène de type II dont le C2C, le CTX-II et le TIINE (figure 1.5) 
(Sugiyama et al., 2003; Poole et al., 2004; Sumer, 2006; Henrotin et al., 2007). Selon 
certaines observations, une corrélation semble exister entre les concentrations de certains 
biomarqueurs et la sévérité de l’OA, mais rien de parfaitement concluant n’a été obtenu 
(Sumer, 2006; Henrotin et al., 2007; Garnero, 2007).  
Les autres membres de la famille des MMPs, n’ont pas la capacité d’initier la 
dégradation du collagène de type II (tableau I.I). Par contre, une fois que le clivage de la 
molécule de collagène type II est entamé par les collagénases, la molécule se dénature 
partiellement et certains autres groupes d’MMPs ont la capacité de cliver les fragments 
générés par le clivage primaire (Visse et Nagase, 2003; Garnero, 2007; Sandell, Heinegard 
et Hering., 2007). Il s’agit des gélatinases : Gélatinase A (MMP-2) et gélatinase B (MMP-
9), ainsi que les stromelysines : stromelysines 1 (MMP-3) et stromelysines 2 (MMP-10) de 
même que les métallo-protéinases de type de membrane (MT-MMP) : le MT1-MMP ou 
MMP-14. Il y a une exception pour le MMP-3 dont une activité collagénase lui a aussi été 
attribuée. Par contre, il présente une moins grande affinité pour ce substrat (McIlwraith, 
1996; Nagase et Woessner, 1999; Caron, 2003; Visse et Nagase, 2003)  
Un autre type de métalloprotéases a été identifié en 1991. Ce groupe d’enzymes est 
responsable de la dégradation des aggrécanes présents dans le cartilage, ce qui lui a valu le 




Kashiwagi, 2003). Les aggrécanases -1 et -2 ont été répertoriées jusqu’à présent, aussi 
connues sous le nom d’ADAMTS-4 et -5, respectivement (Nagase and Kashiwagi, 2003). 
La dégradation des aggrécanes présents dans les articulations arthritiques serait 
principalement attribuée à l’activité protéolytique de ces aggrécanases (Jones et al., 2008). 
Parmi les autres protéases pouvant être présentes dans le cartilage articulaire, il y a 
diverses protéases à cystéines (les cathepsines B, H, K et L) ainsi que des protéases à 
aspartate et à sérines (Sandell, Heinegard et Hering., 2007). De ces dernières protéases, 
seule la CK joue un rôle important dans la dégradation du collagène de type II intact et est 
présente dans le cartilage atteint ou non d’OA (Drake et al., 1996; Kafienah et al., 1998; 
Ruettger, 2008; Vinardell et al., 2008). Donc, la CK est une enzyme importante dans la 



















Tableau I.I :  Présentation des quatre sous-groupes de la famille des MMPs impliqués 
dans la dégradation des constituants du cartilage. 
 
 




 et MMP-13  
Le collagène natif de type I et II  Caron, 2003 
Gélatinases  MMP-2  et MMP-9  
Le collagène dénaturé, les 
aggrécanes, les fibronectines, le 
collagène de type IX et XI, les 
protéines de liens, les décorines 
et élastines  
Caron, 2003   
 
Visse et Nagase, 2003 
 
McIlwraith CW, 1996 
Stromelysines  MMP-3  et MMP-10  
Les aggrécanes, les 
fibronectines, les 
protéoglycanes (aggrécanes) et 
le collagène de type IX.  
Les MMP-3 ont aussi démontré 
la capacité de cliver les 
molécules de collagène de type 
II ainsi que d’activer les 
collagénases  
Caron, 2003   
 
Nagase et Woessner, 
1999   
 
Visse et Nagase, 2003 
MT-MMP  MT1-MMP  ou MMP-14  
Les aggrécanes, les 
































Figure 1.5 :  Voie catabolique d’une molécule de collagène de type II clivée par des 
collagénases, tel que MMP-13. Les collagénases clivent dans la région 
hélicoïdale suivie par des clivages secondaires par d’autres MMPs. Ainsi que 






1.6  Cathepsine K 
La CK est l’une des onze enzymes de la sous-famille des cystéines protéases, de la 
grande famille des papaïnes protéases (Salminen-Mankonen et al, 2007). Parmi ces onze 
enzymes, cinq sont reconnues pour leur activité protéolytique; les cathepsines B, H, K, L et 
S (Bossard et al., 1996; Salminen-Mankonen et al, 2007). La CK a été découverte dans la 
matrice osseuse en 1995 puis décrite comme étant une enzyme clé dans le processus de 
résorption osseuse (Inaoka et al., 1995; Bromme et al., 1996). 
Il existe différentes appellations pour cette enzyme : OC2, puis cathepsine O, X, O2 
et JTAP-1, mais suite à un consensus, le nom de CK lui a été attribué en 1996 (Bromme et 
al., 1996; Drake et al., 1996; Salminen-Mankonen et al, 2007;). La CK est identifiée par le 
numéro EC : 3.4.22.38 et est classée sous le titre de cystéine endopeptidase selon la 
commission des enzymes du NC-IUBMB. 
 
1.6.1  Caractéristiques de l’enzyme 
L’enzyme est codée par un seul gène d’une longueur de 12,1 kb retrouvé sur le 
chromosome 1q21 (Lecaille et al., 2007). Chez l’humain, sa forme native est un zymogène 
monomérique le pro-CK, de 37 kDa. Son activation se produit suite au sectionnement d’une 
séquence de la protéine par les pepsines, sécrétées par les chondrocytes, ce qui lui confère 
sa forme active de 29 kDa. Il semblerait que l’activation de l’enzyme serait possible par 



















Figure 1.6 :  Représentation graphique à ruban de la CK, active, avec identification de 
l’espace catalytique. Image provenant de la banque de données : Protein data 
bank (http://www.rcsb.org/pdb/home/home.do) 
 
La conformation tridimensionnelle de la CK est composée de deux domaines 
globulaires. Son espace catalytique est placé entre ces deux domaines (figure 1.6). À 
l’opposé de ce site, une grande surface composée d’aa basiques (K et R) lui confère une 
charge positive (Bromme et al., 1996; Gelb et al., 1996; Lecaille et al., 2007). La triade 
catalytique est composée par les trois aa C25, H159 et N175, présents dans l’espace 
tridimensionnel en forme de V, prêt à accueillir les aa complémentaires à l’activation de 
l’activité enzymatique  (Lecaille et al., 2007). Cet espace présente une activité enzymatique 
optimale entre les pH 4 à 7.5, mais une activité optimale à un pH de 6,1 (Merops database : 
http://merops.sanger.ac.uk). L’activité enzymatique présente une spécificité dite ″moyenne″ 
pour son substrat, ce qui correspond aux activités collagénase, gélatinase, élastase et 
aggrécanase identifiées, provenant de la CK. Cette diversité enzymatique expliquerait 
l’omniprésence de la CK dans différents types de tissus (Bromme et al., 1996 ; Kafienah  et 






1.6.2  Activité physiologique et pathologique 
Suite à son identification, la CK a été observée principalement dans les lysosomes 
cellulaires des ostéoclastes, des chondrocytes, ainsi que dans les fibroblastes et les 
macrophages synoviaux chez différentes espèces (Kafienah et al., 1998; Brix et al., 2007; 
Vinardell et al., 2008). Il a été démontré que la CK était présente dans plusieurs autres 
tissus tels : les ovaires, le cœur, le placenta, les poumons, les muscles squelettiques, le 
colon, les petits intestins et même, il serait impliqué dans la libération des hormones 
thyroïdiennes (Tepel et al., 2000; Lecaille et al., 2007). Au plan pathologique, la CK a été 
reconnue pour son implication dans l’ostéoporose, une maladie caractérisée par une 
diminution de la masse osseuse, causée par une suractivité des ostéoclastes (Bromme et al., 
1996; Lecaille et al., 2007).  
Afin de mieux connaître l’implication physiologique de la CK dans le métabolisme, 
des études génétiques ont été réalisées chez la souris, telles que l’inactivation et la 
multiplication de l’expression du gène. Ainsi, la souris knockout pour le gène de la CK 
présenterait un phénotype pathologique d’osteopétrose semblable à la pycnodysostose chez 
l’homme (Gelb et al., 1996; Gowen et al., 1999; Salminen-Mankonen et al., 2007). Cette 
maladie provoque une déficience dans le processus de résorption osseuse et un 
ralentissement des fonctions métaboliques des ostéoclastes (Gelb et al., 1996; Gowen et al., 
1999; Salminen-Mankonen et al., 2007). La souris transgénique UTU17 possède plusieurs 
séquences du gène de la CK. La conséquence de la surexpression de l’enzyme chez la 
souris provoque l’apparition de fibrose de la membrane synoviale, ainsi qu’une érosion 
prématurée du cartilage articulaire et de la structure osseuse (Kiviranta et al., 2001; Morko 
et al., 2005). Ces dommages observés sont très semblables aux lésions décrites dans les 
articulations atteintes d’OA (Kiviranta et al., 2001; Morko et al., 2005; Vinardell et al., 
2008). 
Ces travaux ont permis l’identification de la présence de CK dans les lysosomes des 
chondrocytes, dans la matrice cartilagineuse, ainsi que dans le liquide synovial des 




corrélation a été observée entre le taux d’ARNm codant pour la CK et la sévérité d’OA 
chez des patients humains ainsi que chez le modèle de souris transgénique de l’OA (souris 
transgénique Del1) (Konttinen et al., 2002; Morko et al., 2004). D’ailleurs, une corrélation 
entre la distribution de la CK présente dans le cartilage articulaire, la présence des 
fragments produits par la CK et la sévérité des lésions du cartilage, a été mise en évidence 
lors d’OA chez le cheval (Vinardell et al., 2008). 
Ces observations ont permis de conclure que la CK joue un rôle physiologique 
important, non seulement au niveau du remodelage osseux, mais aussi active dans 
l’environnement des articulations atteintes d’OA (Kiviranta et al., 2001; Morko et al., 
2005; Vinardell et al., 2008).  
 
1.6.3  Dégradation des glycosaminoglycanes (GAGs) 
Comme il a été mentionné précédemment, la CK a aussi la capacité de cliver les 
macromolécules d’aggrécanes présentes dans la matrice cartilagineuse (Brome, 2003). 
Cette digestion libère des fragments composés de GAGs dont des sulfates de chondroïtine, 
comme les C4S et les C6S (Hou et al., 2003). Il a été mis en évidence que la CK peut 
former un complexe avec ces sulfates et particulièrement avec le fragment C4S (Li et al., 
2002). Ce complexe permet d’augmenter la stabilité et l’activité enzymatique de la CK (Li 
et al., 2002). Par un réarrangement intermoléculaire allant jusqu’à plus de six CK pour un 
C4S. Par contre, un ratio 1:1 permettrait d’obtenir la meilleure optimisation de l’activité 
enzymatique de la CK, car un effet inhibiteur se manifeste en présence d’un taux de C4S 
supérieur à ce ratio (Tao et al., 2008). 
 
1.6.4  Dégradation du collagène par la cathepsine K 
La CK a été premièrement identifiée comme une enzyme de dégradation du 
collagène de type I, qui est impliquée dans le processus de renouvellement osseux (Figure 




de recherche ont investigué la capacité de cette enzyme à cliver le collagène de type II. Une 
étude sur les produits de dégradations induits par l’activité enzymatique de la CK sur le 
collagène de type II bovin, a été publiée (Kafienah et al., 1998). Cette étude a identifié 
quatre fragments principaux résultant de l’activité enzymatique, les fragments F1 à F4 
(figure 1.8). De plus, elle a permis d’identifier le site de clivage du fragment F1, situé entre 
les aa G58 et K59 de la molécule de collagène sous sa forme tropocollagène bovin (Kafienah 
et al., 1998). 
Par la suite, les travaux de Dejica et ses collaborateurs ont présenté le 
développement ainsi que la validation d’un immunoessai sensible et spécifique à un 
néoépitope libéré suite au clivage du site F1 sur le collagène de type II humain, puisqu’il y a 
une grande corrélation entre la molécule de collagène de type II bovin et humain (Dejica et 
al., 2008). L’épitope reconnu par l’anticorps est appelé C2K et est composé des aa 
suivants : EAGKPG58 (Dejica et al., 2008). À la lumière de ces résultats, cet anticorps a été 
utilisé pour des analyses immunohistochimiques sur du tissu articulaire équin ayant des 
lésions d’OA. Les résultats de ces dernières analyses ont permis de mettre en évidence que 
l’activité enzymatique de la CK semble proportionnelle à l’avancement de la pathologie de 
l’OA chez l’espèce équine (Vinardell et al., 2008). Cependant, il reste d’autres fragments et 
néoépitopes qui n’ont pas été soumis à l’investigation. Ceux-ci pourraient offrir une 
meilleure corrélation entre l’activité de la CK et la pathophysiologie de l’OA, tant chez le 
modèle équin que celui de l’humain, en raison du fort pourcentage d’homologie au plan de 












Figure 1.7 :  Image de gel de représentant la comparaison de la molécule de collagène 
type I bovin intacte avec les fragments produits lors de la digestion du 
collagène de type I bovin par la CK (20nM) en présence de molécules de 









Figure 1.8 :  Images des gels de 6% SDS-PAGE avec fragments produits lors de la 
digestion du collagène type II (20µM) par différentes enzymes (Kafienah et 
al., 2007). Ligne 1: collagène type II. Ligne 2: collagène clivé par la CK 
(100nM). Ligne 3: collagène clivé par les MMP-13. (A) Détection d’un 
épitope CB11B à l’aide d’un anticorps COL2-3/4m, sur gel de 6% SDS-
PAGE. (B) Détection d’un épitope AH11L3 en N-terminal du collagène type 
II, sur gel de 6% SDS-PAGE. (C) Détection d’un épitope AH9L2 en C-
terminal du collagène type II, sur gel de 12% SDS-PAGE.  
 Deuxième chapitre : Techniques analytiques employées 
 
2.1  Électrophorèse sur gel de polyacrylamide 1D 
2.1.1  Principe de l’électrophorèse sur gel de polyacrylamide 1D  
Le principe de base de cette technique de séparation repose sur le fait que les ions et 
les protéines chargés, lorsque placés sous l’effet d’un champ électrique, vont migrer vers 
l’électrode de charge opposée (Plummer, 1989; Meril et Washart, 1998; Manz et al., 2004). 
La vitesse de migration varie en fonction de la force du champ électrique appliqué, la 
composition du milieu dans lequel ils migrent ainsi que de la densité de la charge des 
protéines. La charge totale dépend du point isoélectrique de la protéine et du pH de la 
solution dans lequel elle baigne (Plummer, 1989; Meril et Washart, 1998; Manz et al., 
2004). 
Lorsque le sulfate dodécylique de sodium (SDS) est ajouté à la préparation du gel et 
de l’échantillon, la séparation des protéines chargées se produit seulement en fonction de la 
longueur de leur chaîne d’acides aminés (aa) (Plummer, 1989; Meril et Washart, 1998; 
Manz et al., 2004). Le SDS est un détergent anionique puissant qui  neutralise la densité de 
charge positive des protéines, allant jusqu’à leur attribuer un surplus de charges négatives 
(Plummer, 1989; Meril et Washart, 1998; Manz et al., 2004). Le SDS se lit aux aa avec un 
rapport de 1.4 g de SDS pour 1g de protéines. Par sa présence, il favorise le dépliement des 
protéines en conformation linéaire (dénaturé) et attribue une charge négative identique par 
unité de masse à toutes les protéines (Plummer, 1989; Meril et Washart, 1998; Manz et al., 
2004). Ainsi, les molécules migrent uniquement en fonction de la longueur de la chaine 
polypeptidique, permettant ainsi une approximation de la masse (Plummer, 1989; Meril et 
Washart, 1998; Manz et al., 2004). 
Le principe de séparation se base sur la migration des protéines de charge (q) sous 
l’influence d’un champ électrique de force (E). Celle-ci donne la force électrostatique 
d’accélération résultante (Fef), principe symbolisé par l’équation 2.1 (Plummer, 1989; 
Manz et al., 2004). Ce phénomène peut aussi être expliqué par l’équation 2.2 : les protéines 




force du champ électrique (E) et de la charge nette de la protéine (q) sous l’influence de la 
force de friction (f). Cette friction résulte de la résistance au passage des protéines à travers 
des pores présents dans le gel. La résistance provient du réseau de polymère et varie en 
fonction de la concentration du gel en acrylamide (Plummer, 1989; Meril et Washart, 1998; 
Manz et al., 2004).  
(Équation 2.1)  
(Équation 2.2)  
 
2.1.2  Le matériel électrophorétique   
Il existe deux types de dispositifs pour procéder à des électrophorèses sur gel. L’un 
propose un arrangement d’électrophorèse sur gel à l'horizontale, alors que l’autre, à la 
verticale (figure 2.1 a et b). Dans le premier cas, ce dispositif est utilisé principalement avec 
des gels d’agarose afin de procéder à des analyses d’acides nucléiques ou des protéines de 
plus de 500 kDa. Il est également utilisé lors de diagnostics biologiques 
(immunoélectrophorèse) (Meril et Washart, 1998; Liebler, 2002; Manz et al., 2004). 
L’appareil vertical est dédié particulièrement aux analyses des protéines (<500 kDa) et 
polypeptides. Cependant, il peut aussi être utilisé pour l’analyse de petits fragments d’acide 
nucléique. De plus, ce type d’appareil permet l’analyse en parallèle de plusieurs gels 
simultanément (Meril et Washart, 1998; Liebler, 2002; Manz et al., 2004). L’appareil 
vertical est composé de plusieurs éléments. Il y a deux réservoirs de tampon de migration, 
dotés chacun d’une électrode (l’une cathode et l’autre anode), placée à chacune des 
extrémités supérieures et inférieures (respectivement) d’un support de gel d’électrophorèse. 
Le gel prend place à l’intérieur du support qui est composé de deux plaques de verre, 
serrées l’une contre l’autre, équipées d’espaceurs entre les deux plaques. Cet arrangement 
laisse deux ouvertures au gel; l’une à l’extrémité supérieure et l’autre à l’extrémité 
inférieure du support. Ainsi le gel est en contact avec chacun des réservoirs de tampon de 




deux électrodes présentes dans les réservoirs et crée un champ électrique. Celui-ci, allant de 
l’extrémité cathodique (négative) vers l’électrode de polarité opposée, l’anode (positive), 
permettant la migration dans le même sens pour les molécules chargées négativement  




Figure 2.1 : Le matériel électrophorétique a) dispositif d’électrophorèse à l’horizontale b) 
dispositif d’électrophorèse à la verticale c) un générateur de courant continu 
(Bio Rad laboratory). 
 
2.1.3  Le gel de polyacrylamide 
Le gel de polyacrylamide est obtenu par la co-polymération de monomères 
d’acrylamide (CH2=CH-CO-NH2) et un agent de liaison, le N,N’-méthylène-bisacrylamide 
(bis acrylamide : CH2=CH-CONH)2CH). La polymérisation de l’acrylamide forme des 
chaînes et le bis acrylamide forme des réticulations (des ponts entre les chaînes 
d’acrylamide). Celle-ci forme un réseau de pores de grandeur standardisée selon le 
pourcentage de bis acrylamide dans le gel (figure 2.2). Par conséquent, plus la 
concentration du gel est élevée en bis acrylamide, plus les pores seront petits, et 
inversement (Meril et Washart, 1998; Liebler, 2002; Manz et al., 2004). 
La réaction de polymérisation est initiée par le persulfate d’ammonium (APS) et 
catalysée par le tétraméthyléthylènediamine (TEMED). Le TEMED accélère la 




décomposition de l’APS en radicaux libres. Ces derniers se lient à des monomères 
d’acrylamide, ce qui initie la polymérisation des monomères libres (Meril et Washart, 1998; 
Liebler, 2002). 
Le gel de migration utilisé est composé de deux portions, l’une nommée le gel 
d’entassement et l’autre, le gel de séparation. La première partie du gel sert à concentrer la 
portion protéique de l’échantillon en une mince bande, par l’entremise d’agents dits 
« frontaux » (Cl-) et l’agent dit « de traîne » (glycine) présent dans le tampon d’échantillon. 
Ces agents se rattrapent au fil de la migration de l’échantillon dans le gel d’entassement, ce 
qui entraîne l’accumulation des protéines en une petite bande lorsque les ions arrivent à la 
fin du gel d’entassement (Meril et Washart, 1998; Liebler, 2002).  
La seconde partie du gel sert à la séparation des protéines. Dans cette portion, la 
grosseur des pores a un impact direct sur la vitesse de migration des protéines, ainsi que la 
résolution. Ainsi, si le pourcentage de bis acrylamide est élevé, un réseau de mailles serrées 
(pores) est formé, ce qui crée une résistance lors du déplacement des protéines à travers le 
gel et inversement. Donc, le pourcentage de polyacrylamide pourrait être ajusté en fonction 
du poids moléculaire des protéines d’intérêts. (Meril et Washart, 1998; Manz et al., 2004) 
(tableau II.I).  
 
2.1.4  Préparation de l’échantillon 
La préparation de l’échantillon consiste en la dénaturation des protéines et l’ajout du 
tampon d’échantillon. L’étape de dénaturation nécessite un agent réducteur, comme le 
dithiothreitol (DTT), qui est utilisé afin de réduire les ponts disulfures, retenant les sous-
unités et les repliements des protéines. L’'iodoacétamide, un agent alkylateur du 
groupement sulfhydryle, est ajouté à la solution d'analyse et empêche la reformation de 
liens disulfure. Le tampon d’échantillon contient du SDS et du glycérol. Ce dernier 
augmente la densité de l’échantillon pour qu’il se loge facilement dans le fond du puits, 
minimisant sa diffusion dans le tampon de migration. Le détergent SDS dénature les 




1989; Meril et Washart, 1998; Manz et al., 2004). Un marqueur de progression, comme le 
bleu de bromophénol, est ajouté à la solution afin de suivre la progression de la migration 
du front de solvant lors de l’électrophorèse (Liebler, 2002). 
 
 
Figure 2.2 : Addition d’acrylamide CH2=CH-CO-NH2 et de méthylène bis acrylamide 
(CH2=CH-CONH)2CH, formant un réseau de polymérisation, le gel (image 
modifiée d’internet http://www.nationaldiagnostics.com/article_info.php/articles_id/6). 
 
Tableau II.I : Concentration de gel de polyacrylamide nécessaire pour la séparation 
distincte des protéines de poids moléculaire variables. 









2.1.5  La coloration de gel de polyacrylamide 
Il existe plusieurs techniques de révélation des protéines présentes dans les gels de 
polyacrylamide. Par exemple, les techniques de coloration au bleu de Coomassie ainsi que 
celle au nitrate d'argent. Ce sont deux colorations, non spécifiques, régulièrement utilisées 
qui visent à révéler la présence de protéines dans le gel de polyacrylamide (Meril et 
Washart, 1998; Liebler, 2002) 
 
2.1.5.1  Le bleu de Coomassie 
Le bleu de Coomassie est un colorant organique, non polaire, permettant la 
détection des protéines présentes dans les gels de polyacrylamide. Ce colorant nécessite un 
environnement acide afin d’accroître son interaction avec les aa basiques présents dans les 
protéines. Ce milieu acide favorise aussi les interactions de type secondaires avec le reste 
de la protéine, tels : les liens hydrogènes, les forces hydrophobiques et de Van der Waals 
(Wirth et Romano, 1995). La capacité de détection de la coloration de bleu de coomassie 
est d’environ de 0.3 à 0.5 μg de protéine par bande et possiblement jusqu'à 0.038 μg selon 
la qualité des produits utilisés (Meril et Washart, 1998; Saase et Gallagher, 2003). De plus, 
cette coloration offre une relation directement proportionnelle entre l’intensité de la 
coloration et la quantité de protéines présentes dans la bande (Meril et Washart, 1998). 
Cette technique de coloration est semi-quantitative. 
 
2.1.5.2  Le nitrate d'argent 
La technique de coloration au nitrate d’argent offre une grande sensibilité de 
détection des protéines, jusqu'à 100 fois plus sensibles pour certaines protéines que la 
technique utilisant le bleu de Coomassie. Cette coloration permet la détection de la 
présence de bandes contenant jusqu'à 1ng de protéines (Wirth et Romano, 1995; Meril et 
Washart, 1998). La réaction de coloration des protéines se produit lorsqu'il y a réduction 




contre, la réaction n'est pas encore totalement comprise (Wirth et Romano, 1995; Meril et 
Washart, 1998).  
D’autre part, il y a une incompatibilité entre l’utilisation du gel coloré, par certaines 
techniques de coloration au nitrate d’argent, dans les étapes d’analyse par spectrométrie de 
masse. La coloration pourrait interférer avec le mécanisme d’ionisation utilisé lors de 
l’analyse par spectrométrie de masse (Wirth et Romano, 1995; Meril et Washart, 1998). 
Alors, il est recommandé d’utiliser un protocole de coloration au nitrate d’argent permettant 
une décoloration après visualisation. 
 
2.1.6  Analyse des gels et du poids moléculaire 
 Le calcul de la masse moléculaire des différentes protéines présentes dans la 
solution à analyser se fait indirectement., c'est-à-dire par comparaison de la distance de 
migration de fragments de référence et de la masse moléculaire connue (MW), présentes 
dans une solution dite « standard ». La solution standard est déposée dans un puits, sur le 
gel, à proximité des échantillons à analyser et ils subiront les mêmes conditions de 
migration que les protéines d’intérêts (Manz et al., 2004). Divers appareils et programmes 
permettent d'obtenir une évaluation des masses moléculaires des protéines contenues dans 
les bandes sur le gel, par l'entremise de la capture de l'image digitale du gel. Les 
programmes évaluent l'attribution des poids moléculaires par extrapolation en comparant 
les distances parcourues par les bandes de protéines, comparativement à celles des bandes 
représentant les standards de poids moléculaires. Cette déduction des poids moléculaires est 
basée sur la formation d'une droite de calibration construite selon le modèle de Fergusson 
(Log (Mr) = a + b *Rf), où le "Mr" est la masse moléculaire de la protéine, le "a" est la 
valeur de l'abscisse de la droite, le "b" étant la valeur de la pente de la droite, et le "Rf" 
représente la mobilité relative. La mobilité relative est le quotient de la distance parcourue 
par une protéine à partir du haut du gel de séparation, divisé par la distance parcourue lors 





2.2.  Analyse par HPLC et spectrométrie de masse 
La stratégie analytique a été d’analyser les échantillons par HPLC-ESI/MS, une 
technique joignant la technologie de l’appareil de HPLC et de la spectrométrie de masse. 
Cette dernière est l’une des technologies qui contribuent aux découvertes et au 
développement de nouveaux médicaments par sa capacité de caractériser et quantifier des 
biomarqueurs de processus biologiques ou pathologiques (Bischoff and Luider, 2004; 
Guerrera and Kleiner, 2005). L’analyse par HPLC-ESI/MS est une technique qui permet la 
caractérisation moléculaire des molécules organiques et biomolécules. Grâce à la grande 
sensibilité de cette technologie, elle permet d’analyser d’infimes quantités de molécules 
présentes dans des matrices complexes, comme des matrices biologiques (Khalsa-Moyers 
et McDonald, 2006; Fang et al., 2008).  
 
2.2.1  Chromatographie liquide à haute performance 
La chromatographie liquide à haute performance (HPLC) est une technique de 
séparation, par laquelle les composants d’une solution à analyser sont séparés en fonction 
de leurs interactions physico-chimiques avec la phase mobile et la phase stationnaire 
(Liebler, 2002; Manz et al., 2004).  
La technique consiste en l’injection d’un échantillon à analyser dans une phase 
mobile (l’éluant), un solvant dans lequel l’échantillon est miscible. Il y aura élution à 
travers une phase stationnaire (une colonne) sous l’influence d’une pression déterminée, 
pour l’obtention d’un débit connu. La phase stationnaire se retrouve à l’intérieur de la 
colonne et elle possède des caractéristiques physico-chimiques permettant une interaction 
moléculaire spécifique avec les échantillons d’intérêts (Liebler, 2002; Manz et al., 2004). 
Cette interaction altère la vitesse d’élution des molécules, allant du ralentissement jusqu’à 
la rétention complète, dépendamment de leur degré d’interaction avec la phase stationnaire. 
Ce qui permet une séparation des différents constituants d’une matrice complexe (Liebler, 




compris entre le moment de l’injection de l’échantillon et celui de la détection de la 
molécule d’intérêt lors de leur contact avec le détecteur.   
Selon les besoins, il est possible d’agir sur certains paramètres afin d’améliorer la 
résolution de la séparation des molécules. Ainsi, le choix des caractéristiques de la phase 
stationnaire, telle que la force de la polarité de la phase, de même que la longueur et le 
diamètre de la colonne (Liebler, 2002; Manz et al., 2004). Le choix des caractéristiques de 
la phase mobile, comme la composition du solvant, le volume de l’échantillon injecté, ainsi 
que le débit utilisé, ont leur importance (Plummer, 1989; Liebler, 2002). Il est possible 
d’appliquer un gradient de pourcentage du solvant, lors de l’élution, afin d’obtenir une plus 
grande résolution de séparation (Liebler, 2002; Manz et al., 2004) (figure 2.3). 
Cette technique, couplée à un appareil de spectrométrie de masse, permet une 
séparation primaire des éléments. Ce processus est présenté sous la forme d’un 
chromatogramme de masse (Figure 2.4), ce qui facilite ensuite l’identification des 
molécules d’intérêts avec l’analyse par spectrométrie de masse (Liebler, 2002).  
 
                    
 






Figure 2.4 : Exemple de chromatogramme de masse ESI-MS; Scan complet du spectre de 
la Substance P (Laboratoire de Dr Beaudry) 
 
 
2.2.2  La spectrométrie de masse 
Il existe différentes techniques de caractérisation et quantification dans le domaine 
de la protéomique qui ont été développées, incluant la spectrométrie de masse. Cette 
technologie est connue pour ses diverses applications de caractérisation d’entités chimiques 
et biologiques (Manz et al., 2004; De Hoffmann et Stroobant, 2007). Elle permet aussi 
d’analyser d’infimes quantités de molécules dans une matrice complexe. De façon 
simplifiée, l’appareil de spectrométrie de masse comprend quatre éléments. Le premier 
élément est la source d’ionisation. Il y a introduction de la substance à analyser dans un 
solvant, permettant la transformation de la phase mobile (substance dans le solvant) à l’état 
gazeux sous forme d’ions, par ionisation et désorption selon l’appareil utilisé. Le second 
élément est l’analyseur qui permet de séparer les divers ions précédemment produits. Le 
troisième élément, le détecteur, compte les ions transmis. Enfin, le système de pilotage et 
de traitement des données est le quatrième élément de l’appareil de spectrométrie de masse. 
Les résultats sont présentés sous la forme d’un spectre de masse, c'est-à-dire un diagramme 




l’ordonnée (Manz et al., 2004; De Hoffmann et Stroobant, 2007). Cependant, il existe 
quelques variantes du système de spectrométrie de masse, qui sont différenciées par le 
choix de la technique d’ionisation, la technique de séparation des ions ainsi que celle de 
détection (Manz et al., 2004; De Hoffmann et Stroobant, 2007). 
L’appareil utilisé est premièrement composé d’une source d’ionisation par 
électrospray (électronébulisation). Le mécanisme permet l’électronébulisation de la phase 
mobile à la pression atmosphérique, peut être présenté en quelques étapes. Les molécules 
introduites dans le MS sont solvatées dans une mixture aqueuse dont la mobilité protique 
est favorisée. Ensuite, la solution passe au travers un capillaire ayant une extrémité placée 
devant une contre-électrode, munie d’un orifice (De Hoffmann et Stroobant, 2007) (Figure 
2.5). Une différence de potentiel  d’une valeur de 4000V à 6000V entre le capillaire et la 
contre-électrode est appliquée, ce qui crée un puissant champ électrique. Le capillaire étant 
la borne positive, les protons présents dans la solution sont attirés par la contre-électrode, 
les forces électrostatiques et la tension de surface de la solution causent la déformation du 
liquide jusqu’à l’atteinte d’une forme de cône; déformation portant le nom de cône de 
Taylor (De Hoffmann et Stroobant, 2007). Sous la force de tension du champ électrique, il 
y a libération de gouttelettes fortement chargées se déplaçant vers la contre-électrode (1-50 
µm (Figure 2.6). Les protons fortement représentés dans les gouttelettes hautement 
chargées positivement s’attachent sur les aa basiques présents sur les chaînes 
polypeptidiques présentes dans la solution et peuvent former des espèces multichargées. 
Sous l’influence du champ électrique, les gouttelettes chargées sont attirées vers l’orifice 
(De Hoffmann et Stroobant, 2007). Au cours du trajet, sous l’influence du gaz nébuliseur 
chauffé (l’azote : N2), il y a évaporation du solvant. L’évaporation cause une augmentation 
de la répulsion électrostatique des charges présentes dans les gouttelettes, jusqu’à excéder 
la force d’attraction (la tension de surface) des gouttelettes, ce qui provoque une explosion 
coulombienne. Cette explosion provoque la libération d’un nuage de microgouttelettes 
(ions en phase gazeuse), composé d’espèces ioniques simplement chargées ou 




particules chargées passant à travers l’orifice atteindront la seconde section de l’appareil; 
les autres seront éliminées (Manz et al., 2004; De Hoffmann et Stroobant, 2007). 
La partie suivante comprend l’analyseur, opérant sous vide, et qui a le rôle de trier 
les ions selon leur rapport masse et le nombre de charges noté m/z. La trappe ionique est le 
type d‘analyseur présent dans l’appareil utilisé. Celui-ci correspond à un espace de 
transport du matériel chargé vers le détecteur sous l’influence d’un champ électrique 
radiofréquence, imposant aux ions une trajectoire oscillante. Une oscillation variant en 
fonction de la masse sur charge des particules (m/z) (Manz et al., 2004; De Hoffmann et 
Stroobant, 2007). L’analyseur est défini par quelques caractéristiques, dont sa gamme de 
rapport m/z pouvant mesurer le signal. Celui-ci était de 50 à 2000 pour l’appareil utilisé. 
La dernière étape, le détecteur, où chaque ion (m/z) produira une charge électrique 
lors de leur contact avec la plaque du détecteur. Le détecteur capte le signal électrique qui 
est en phase avec l’analyseur, l’amplifie et génère le signal permettant de produire un 
spectre de masse. De plus, par l’entremise du logiciel de traitement de données, les résultats 
seront présentés graphiquement sous la forme d’un spectre de masse de type intensité du 













Figure 2.5 : Schéma du champ électrique de la section de l’électrospray 
(électronébulisation) 
 




2.2.3  Déconvolution des résultats HPLC-ESI/MS et corrélation de 
séquences d’acides aminés 
 
Les résultats sont présentés sous la forme de spectre de masse, mais il est possible 
d’obtenir les masses nominales des espèces ioniques multichargées ([M+nH]n+) obtenues 
suivant l’analyse par  HPLC-ESI/MS. Ainsi, des algorithmes de déconvolution ont été 















Ensuite, la masse nominale de l’espèce ionique représente la somme des aa présents 
dans la séquence avec, éventuellement, des modifications. Il y a seulement 20 aa pouvant 
être présents à chaque position dans la séquence, et parmi eux, seules la leucine et 
l’isoleucine ont le même poids moléculaire. Donc, la corrélation entre la valeur de la masse 
nominale et celle de la somme d’aa présents dans la séquence des aa, prédite du polypeptide 
d’intérêt, permet une identification avec une bonne acuité (De Hoffmann et Stroobant, 
2007).   
Les masses nominales obtenues seront utilisées afin de simplifier les possibilités de 
combinaisons de longueurs de chaines polypeptiditiques et des permutations  d’aa lors 
d’interrogation d’outils bioinformatiques, tel que : «mMass» (Version 2.4 ICT « Open 
Source Mass Spectrometry ») (Fang et al., 2008). 
 
2.2.4  Digestion trypsique 
L’appareil de spectrométrie de masse utilisant une ionisation par électrospray 




moléculaire élevée, de plus de 100 kDa, et ayant une charge ionique élevée, suivant son 
analyse, aura tendance à produire une enveloppe de charge importante. Cette enveloppe 
pourrait être composée de plus de 25 espèces ioniques multichargées, ce qui rend l’analyse 
très ardue et diminue par la même occasion la sensibilité des analyses, surtout s’il y a 
présence de plusieurs fragments de grande taille dans la solution à analyser. Dans le cas 
d’analyse de protéines de grandes tailles, il est possible d’utiliser la digestion trypsique afin 
de réduire la taille des protéines (De Hoffmann et Stroobant, 2007). 
La digestion trypsique fait partie intégrante des méthodes d’analyse des protéines 
par spectrométrie de masse et des outils bio-informatiques intégrés assistent l’interprétation 
des résultats. La trypsine est une endoprotéase connue pour sa spécificité d’hydrolyser les 
liaisons carboxyliques des aa Lysine (K) et Arginine (R) (Liebler, 2002; Manz et al., 2004; 
De Hoffmann et Stroobant, 2007). Donc, lorsque la séquence d’aa d’une protéine est 
connue, les fragments générés par la digestion trypsique peuvent être simulés par des outils 
bio-informatiques (Liebler, 2002; Manz et al., 2004). La connaissance de la séquence en aa 
du collagène de type II équin permet de prédéterminer certains résultats d’analyses sans 
oublier d’intégrer les variabilités des masses dues aux diverses modifications post-
traductionnelles possiblement présentes sur la molécule. Certains programmes informatisés 
déterminent ces différentes possibilités de fragmentations suite à une digestion trypsique 
des protéines, tel que le programme mMass (Version 2.4 ICT « Open Source Mass 
Spectrometry »). 
 
2.2.4.1  Stratégie alternative 
La stratégie d’analyse indirecte utilise la digestion trypsique et peut être présentée 
en trois étapes (figure 2.7). La première étape nécessite l’analyse par LC-ESI/MS du 
collagène de type II équin intact préalablement digéré par la trypsine. La seconde étant 
l’analyse des produits de digestion par la CK du collagène ayant subi une seconde 
digestion, cette fois avec la trypsine avant l’analyse. La troisième étape consiste en la 




provenant des deux analyses nous informe que ces fragments sont communs aux deux 
échantillons comparés et qu’ils ne sont pas des produits de fragmentation spécifique de la 
CK. Par contre, l’identification de fragments distincts, se caractérisant par la présence 
d’une des deux extrémités étant non compatible avec la digestion trypsique (K ou R), 





Figure 2.7 : Schéma de la stratégie d’identification des positions de clivages par 
l’utilisation de la digestion trypsique 
 
2.2.5  Analyse en mode de spectrométrie de masse en tandem (MS/MS) 
Le mode d’analyse de spectrométrie de masse en tandem (MS/MS), nécessite 
l’activation des ions, afin de causer la fragmentation des molécules, que l’on nomme 
collision par gaz « Collision induced dissociation : CID ».  Sous le mode balayage, la 
première étape consiste en la sélection d’un ion spécifique. L’appareil isole l’ion désigné 
dans la chambre où celui-ci entrera en collision avec des molécules des gaz chargés qui 
brisent la chaîne peptidique en plusieurs endroits spécifiques. 
Les spectromètres de masses à trappe ionique tridimensionnelle utilisent un faible 
niveau d’énergie, ce qui favorise la formation de fragments ioniques de type b et y 




obtenu suivant les collisions, apporte des informations sur la structure des espèces ioniques 
soumises à l'investigation par l’analyse MS/MS.  Principalement, la liaison peptidique est le 
site de fragmentation le plus fragile. Ainsi, si la charge du proton est située en N-terminal 
de l’espèce ionique, le type de fragmentation «b» sera favorisé. Alors que si  la charge du 
proton est située en C-terminal de l’espèce ionique, le type de fragmentation «y» sera 
favorisé. 
Ainsi, suivant la fragmentation des ions d’intérêt, il est encore plus facile de 








Figure 2.8 : Patron typique de fragmentation CID observé lors d’analyse de spectrométrie 
de masse en tandem (MS/MS). 
 
 
 2.3  Hypothèse et objectifs 
 
2.3.1  La problématique de l’étude 
L’OA est une pathologie très présente tant chez les humains que chez les animaux, 
dont le cheval (Caron, 2003). De plus, il y a une grande similarité dans le processus de la 
dégradation du cartilage articulaire entre les deux espèces. L’enzyme CK est identifiée 
comme étant un joueur clé dans l’initiation de la dénaturation du collagène de type II 
intacte et, conséquemment, un facteur important dans le pathophysiologie d’OA (Salminen-
Mankonen et al., 2007).  
Selon les travaux de Kafienah et al. (1998), trois autres sites de clivage du collagène 
de type II n’ont pas été caractérisés. Ainsi, l’identification complète du profil métabolique 
du collagène de type II par l’activité enzymatique de la CK, pourrait mettre en évidence 
d’autres épitopes éventuellement plus spécifiques pour son clivage. Cette découverte 
pourrait mener à l’élaboration d’un anticorps  plus spécifique pour l’activité enzymatique 
de la CK chez l’humain et l’espèce équine. L’exploitation de tels anticorps dans des kits 
pour mesurer les épitopes pourrait potentiellement : permettre le diagnostic précoce d’OA, 
accorder un suivi métabolique d’OA en réponse à l’administration d’un agent thérapeutique 
ou fournir un pronostic approprié. 
 
2.3.2  L’hypothèse 
 L’activité enzymatique de la CK sur le collagène de type II équin (in vitro) produira 
la formation de fragments (produits de dégradation) spécifiques à son activité. Il serait 
possible de les identifier par la technique de SDS-PAGE et de les caractériser par 
spectrométrie de masse. Cette information permettra d’identifier des nouveaux épitopes 
avec l’objectif de développer des anticorps pour des kits ELISA et d’immunohistochemie 







2.3.3  Les objectifs 
1- Le premier objectif est d’identifier et de visualiser les produits de dégradation générés 
par l’activité de la CK sur le collagène de type II du cartilage équin (in vitro) par 
l’utilisation de gel de polyacrylamid (SDS-PAGE). 
2- Le deuxième objectif est de caractériser, par spectrométrie de masse (HPLC-ESI/MS et 
MS/MS), les principaux fragments de dégradations produits et observés, suivant la 
réalisation de l’objectif précédant, lors de l’activité enzymatique de la CK sur les 
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Proteolytic degradation of type II collagen is believed to be mainly an irreversible event in 
the process of cartilage matrix degradation in osteoarthritis. Cathepsin K is the most active 
vertebrate protease outside the matrix metalloproteinase family capable of degrading intact 
triple helical type II collagen. Cathepsin K cleavage of equine type II collagen was first 
examined by SDS-PAGE electrophoresis. Molecular characterization of proteolytic 
fragments, and therefore cleavage sites, was performed using tryptic digestion followed by 
LC-ESI/MS analysis to establish a comprehensive peptide map which was used as a 
template to identify specific proteolytic cleavage by cathepsin K. Six major fragments were 
observed by SDS-PAGE and confirmed by LC-ESI/MS including F1 [189-190], F2 [252-
253], F3 [326-327], F4 [428-429], F5 [563-564] and F6 [824-825]. The observed F1 fragment 
showed that cleavage was three residues N-terminal to the site reported previously for 
bovine type II collagen. These new findings will be used to develop new analytical methods 
to quantify biomarkers associate to equine type II collagen degradation in osteoarthritis 






Osteoarthritis (OA) is a slowly progressive degenerative joint pathology characterized by 
the degradation of articular cartilage and remodeling of underlying bone, low-grade 
inflammation and chronic pain (Sharma, 2007). OA has been estimated to affect 20 million 
Americans from 25-74 years of age or 12% of the population (Lawrence et al., 1998).  OA 
also affects animals. It is the most common cause of lameness in sports horses (Goodrich 
and Nixon, 2006) and over 8 million dogs (20% of total population) have been diagnosed 
with OA in the United States (Johnston, 1997). As the disease process is believed by many 
to originate in the articular cartilage, it is important to understand the fundamental 
mechanisms of cartilage degradation in order to identify specific biomarkers of the disease 
process to help diagnose early disease onset, to stage OA, to monitor response to targeted 
therapy (Poole et al., 2004, Gamero, 2007) and to identify new therapeutic targets (Gamero, 
2007, Sumer et al., 2006, Sandell L.J., 2007). The cartilage loss that occurs in OA is an end 
point of very complex processes that result in a final common pathway of enzymatic 
destruction of cartilage matrix molecules including type II collagen and aggrecan. 
Proteolytic degradation of the relatively resistant intact type II collagen molecule, one of 
the major structural proteins of articular cartilage, is currently believed to be a key 
irreversible event in the process of cartilage degradation (Sandell L.J., 2007) and leads to a 
loss of structural and functional integrity of the matrix. Consequently, it is important to 
investigate this process to better understand early OA pathology and identify potential new 




A limited number of enzymes have the capacity to cleave the intact triple helical molecule 
of type II collagen, the primary key event in it’s degradation (Werb Z, 1993). Following 
this primary cleavage that unravels the collagen molecule, a number of other matrix 
enzymes can then degrade the denatured molecule (Sandell L.J., 2007).  The roles of 
several enzymes in these degradative events have been studied. The primary enzyme 
families are the collagenases, including the matrix metalloproteinases (MMPs) MMP-13, 
MMP-8, MMP-1 and MMP-14 (MT-MMP) (Werb Z, 1993). The proteolytic activities of 
MMPs on type II collagen have been previously reported (Werb Z, 1993) and the resulting 
degradation products were characterized and quantified by high-performance liquid 
chromatography tandem mass spectrometry (HPLC-MS/MS) (Zhen et al., 2008). The 
collagenase MMP-13 preferentially cleaves the triple helical domain of type II collagen 
compared to other MMP’s such as collagenases MMP-1 and MMP-8: these and other 
MMPs   participate   in secondary cleavage (Mitchell et al., 1996). Potential OA 
biomarkers, identifying specific byproducts of MMP-13 cleavage, have been created and 
validated (Poole et al., 2004) (Henrotin et al., 2007). Despite the development of these 
important screening tools for OA, potent MMP inhibitors to prevent type II collagen 
breakdown in articular cartilage are not yet currently available for use in clinics because of 
musculoskeletal side effects including joint stiffness, pain in arms, fibroplasia and tendinitis 
associated with their use (Sumer et al., 2006). Other proteases with a capacity to primarily 




Cathepsin K (CK), a cysteine protease, is the major vertebrate protease, outside the MMP 
family, capable of degrading intact type II collagen molecules (Li et al., 2004, Swingler et 
al., 2009). Investigations revealed that CK cleaves the telopeptides and the triple helical 
domain of bovine type II collagen into four principal fragments (F1-F4) with molecular 
weights ranging from 120-90 kDa (Kafienah et al., 1998). Western blotting, employing 
specific antibodies to different regions of the α1 (II) chain, also demonstrated that CK 
initially cleaves native α1 (II) collagen in the N-terminal helical region, rather than at the 
distinct MMP-13 cleavage site (Kafienah et al., 1998, Dejica et al., 2008, Dunbar and 
Wilson, 1994). N-terminal protein sequencing of the F1 fragment, revealed cleavage at the 
G261─K262 bond (Kafienah et al., 1998).  
 
Recent observations support a role for CK in cartilage type II collagen cleavage in vivo. CK 
activity has been identified in both human and equine naturally occurring OA by 
immunoanalytical and enzyme inhibition methodology (Dejica et al., 2008, Vinardell et al., 
2009) pointing to its potential importance in type II collagen degradation in naturally 
occurring OA. In addition CK gene expression in human femoral head OA cartilage was 
reported to be significantly (p≤ 0.00005) elevated (5 fold) when compared to that of control 
cartilage procured from femoral neck fractures in a study profiling the expression of 
protease genes (Swingler et al., 2009). Furthermore, in experimental animal models of OA 
(transgenic Del1 mice) up-regulation of CK expression was observed in OA cartilage and 




et al., 2004). In a canine model of OA the administration of a CK inhibitor was recently 
reported to significantly reduce cartilage lesions compared to controls (Connor et al., 2009). 
Importantly treatment with a CK inhibitor also significantly reduced biomarkers of type II 
collagen degradation in urine, highlighting that monitoring of collagen degradation 
biomarkers may provide evidence of protective effects of anti-arthritis therapeutics on 
cartilage degradation (Connor et al., 2009). Together these new studies provide emerging 
evidence for a role for CK in cartilage matrix resorption in OA.  
 
Current trends underline the emerging importance of high performance liquid 
chromatography couple with tandem mass spectrometry (LC-MS/MS) for the investigation 
of protease degradomics based on its ability to achieve molecular characterization and 
quantitation of proteins and peptides (Guerrera and Kleiner, 2005, Bijlsma et al., 2006, 
Bischoff and Luider, 2004). By coupling mass spectrometry with separation techniques 
such as high performance liquid chromatography, analyses of protein and peptide mixtures 
can now be efficiently performed (Hoffmann, 2008, Wilson et al., 2008). 
 
The objectives of this study were to characterize specific proteolytic fragments of type II 
collagen by CK using a comprehensive tryptic peptide mapping strategy derived from LC-
MS, LC-MS/MS and bioinformatic analysis. The data will provide the basis for the 





2. Materials and Methods 
2.1 Materials 
Recombinant human procathepsin K was expressed and processed to the mature form as 
previously described (Billington et al. 2000. Human recombinant MMP-13 was purchased 
from Biomol International LP (Plymouth Meeting, PA). Equine type II collagen was 
purified from foetal cartilages following pepsin digestion using methodology described 
previously (Miller, 1971). Reagents and chemicals including chondroitin-4-sulphate (C4-
S), trans-epoxysuccinyl-L-leucylamido-(4-guanidino) butane (E-64), 
ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA), dithiothreitol (DTT), trypsin (proteomic grade), 
4-aminophenyl mercury acetate (APMA), the sodium dodecyl sulphate (SDS), were 
purchased from Sigma (St-Louis, Mo). The molecular weight standards used for SDS-
PAGE were purchased from GE Healthcare (Piscataway, NJ). HPLC grade acetonitrile and 
formic acid were purchased from J.T. Baker (Phillipsburg, NJ, USA).  
 
2.2 Digestion of native equine type II collagen by CK 
Equine type II collagen (2 mg/mL) was dissolved in 200 mM acetic acid overnight and 
dialyzed with a dialysis cassette (Slide-A-Lyzer, 7 KDa molecular cut-off, Pierce, Fisher, 
Nepean, ON) for two days at 4°C against a 100 mM sodium acetate buffer, containing 2 
mM EDTA and 350 mM NaCl, (pH 5.5). The digestion buffer contained native equine type 
II collagen (1.0 mg/mL), 1 µL of  C4-S (18 mg/mL), 50 mM sodium acetate buffer (pH 




for 16h at 32°C and stopped by the addition of (1 µM) E-64, an irreversible cysteine 
protease inhibitor. The samples were stored at -80°C until subsequent analysis. 
 
2.3 SDS-PAGE Electrophoresis 
SDS PAGE electrophoresis was performed using the method described by Laemmli 
(Laemmli, 1970). Briefly, the samples were mixed with 2x SDS loading buffer (25% 0.5M 
Tris HCl (pH 6.5) 20% glycerol, 2% SDS, 0.4% DTTand 0.02% bromophenol blue). 
Reduction and alkylation of protein fragments was performed by the addition of 20 mM 
DTT and samples were heated at 90°C for 5 minutes. Following the reduction, free thiol 
groups were alkylated with 50 mM iodoacetamide at ambient temperature for 20 minutes. 
Aliquots of 5 µL of molecular weight standards, 10 µL of native equine type II collagen, 40 
µL of digested samples were loaded onto 6% and 15% (w/v) polyacrylamide gels. The 
separation was achieved at 150V and 130V respectively in the compartment buffer 
containing 0.025 M Tris, 0.192 M glycine and 0.075% SDS. The gels were fixed for 20 
min. in a 50% methanol, 10% acetic acid and a 10% fixative from the Bio-Rad silver 
staining plus kit (Bio-Rad Laboratories Inc., Hercules, CA), to enhance fragment 
visualisation. Gels were scanned and the molecular weight calculations were performed 
using a standard semi-log method (Merril, 1998). Then a linear regression was performed 
with the reciprocal migration time (Rf) of the protein standard to identified the log of 





2.4 Tryptic Digestion 
The tryptic digestion of native equine type II collagen and CKs digestion samples was 
performed. The first used an approximate substrate/trypsin ratio of 1:20, incubated for 12h. 
at 37°C.   Following the digestion of type II collagen with CK, an aliquot of the sample was 
subjected to a tryptic digestion using a substrate/enzyme ratio of (1:60) for 18h. of 
incubation at 37°C.  
 
2.5 Peptide Analysis  
The HPLC system consisted of a Thermo Surveyor autosampler and a Thermo Surveyor 
MS pump (Thermo, San Jose, CA, USA). The MS system used was a quadrupole ion trap 
(QIT) mass spectrometer Thermo LCQ Advantage (Thermo, San Jose, CA, USA). Data 
were acquired on a Dell Optiplex desktop computer (Round Rock, TX, USA). Data 
acquisition and analysis were performed using XCalibur 1.4 (Thermo, San Jose, CA, USA).  
 
2.6 Chromatographic Conditions 
The tryptic peptides were separated on a Thermo Biobasic C8 100 x 1 mm column prior to 
introduction into the electrospray ion source. The mobile phase conditions consisted of 
acetonitrile and 0.2% formic acid in water. From 0 to 2 min., 0% acetonitrile was used. 
From 2 to 60 min. a linear gradient was applied up to a ratio of 45:55 which was 




conditions and the column was allowed to re-equilibrate for 20 min for a total run time of 
90 min. The flow rate was fixed at 55 µL/min and 2 µL of samples were injected.  
 
2.7 Mass Spectrometry  
The mass spectrometer was interfaced with the HPLC system using a pneumatic assisted 
electrospray (ESI) ion source equipped with a metal electrode. The sheath gas was set to 5 
units and the ESI electrode was operated at 4000 V. The capillary temperature was at  
300°C and the transfer capillary voltage was  40 V. The mass spectrometer operated in full 
scan [m/z 200-2000] with the maximum injection time of  300 ms. Collision induced 
dissociation (CID) spectra were collected with an isolation setting of 3 Da and a collision 
energy set at 30%. 
 
2.8 Peptide Mapping and Identification of CK Cleavage Sites 
Tryptic digest samples were analysed by LC-ESI/MS and the observed ions (m/z) were 
surveyed against a native equine type II collagen predicted peptide list generated with 
mMass (Version 2.4, ICT) (Strohalm et al., 2008). Proline and lysine hydroxylation, and 
glycolysis of hydroxylysine were taken into consideration and added as variables. Further 
analyses were performed with the assistance of MASCOT (Matrix Science, London, UK) 
and PROWL (Laboratory of Mass Spectrometry and Gaseous Ion Chemistry, New York, 





3. Results and Discussion 
3.1 Digestion of native equine type II collagen by CK 
A 24 h digestion of native equine type II collagen by CK was analyzed on a 6 % SDS 
PAGE gel (Figure 1). Four major fragments, denoted F1 to F4 were observed with a similar 
profile and mobilities to those previously observed when native bovine type II collagen was 
digested by CK (Kafienah et al., 1998) indicating similar susceptibility of equine collagen 
to this enzyme. However, only the F1 fragment appears to be clearly distinct from the 
MMP-13 fragments observed on gels (data not shown).  
 
3.2 Peptide Mapping of Native Equine type II collagen 
Helical equine type II collagen was heat denatured and digested with trypsin. Following the 
analysis of the peptide mixtures, 315 proteolytic fragments were identified with a total 
sequence coverage of 84%. The analyses of these fragments permitted the identification of 
a series of post-translational modifications on 48 proline (P) and 5 lysine (K) residues. 
Hydroxylation was observed at the following specific amino acid motifs; GPP, GEP, and 
GEK within the equine type II collagen molecule. Moreover, glycosylation of 
hydroxylysine identified based on the signature neutral loss of 162 Da (Gadgil et al., 2007) 
was observed at positions K164, K551, K704, K734 and K887 (GI:1480744) and were 





3.3 Identification of non tryptic peptides in helical equine type II collagen samples digested 
by CK 
By comparing the amino acid sequences of the two sets of mutually overlapping fragments, 
the position of CK fragmentation in the subunits can be deduced as illustrated in Figure 2. 
Using this strategy, our results indicate that CK proteolytic activity on equine type II 
collagen is characterized by 6 major cleavage sites. The LC-MS analysis results suggest 
cleavages at residues 189-190 (F1), 252-253 (F2), 326-327 (F3), 428-429 (F4), 563-564 (F5) 
and 824-825 (F6) producing F1-F6 shown in Figure 1 and the newly identified cleavage site 
that generates fragment F1 which is different to that reported for human and bovine type II 
collagen (Figure 3). Interestingly, the molecular masses of these C-terminal fragments F1; 
116.9 KDa, F2; 111.1 KDa, F3; 104.4 KDa, F4; 95.3 KDa, F5; 82.9 KDa and F6; 59.4 KDa 
are highly correlated with the fragments observed on the SDS-PAGE gel shown in Figure 
1. Additionally, the calculated molecular weight for the 6 principal fragments observed 
were compatible with the proposed cleavages sites (Manz, 2004). The cleavage site 
previously reported (Kafienah et al., 1998) could not be established in the present analyses 
since the ion abundance of a product associated with this cleavage was too weak.  
 
3.4 Molecular characterization of the principal proteolytic fragment (F1) 
Product ion spectra of the two peptides specific to the proposed cleavage site generating F1 
were collected. Characteristic peptide fragmentation patterns are shown in Figure 4 . 




206] at m/z 847 ([M+2H]2+), compatible with the amino acid sequence of the proteolytic 
fragment F1. The spectrum revealed the presence of the characteristic b and y fragments at 
m/z 1410 (y14), 1195 (y12), 1165 (b12), 1138 (y11), 1008 (y10), 995 (b10), 841 (b8), 795 (y8), 
699 (y7), 685 (b7), 585 (y6), 555 (b6), 528 (y5) and 498 (b5) with a peak observed at 16 min. 
CID spectrum of a second proteolytic fragment GPP(OH)GPP(OH)GKPGDDGEAG [174-
189] at m/z 719 ([M+2H]2+) is shown in Figure 6 . The spectrum also revealed the presence 
of characteristic b and y fragments at m/z 1169 (y13), 1112 (y12), 989 (b11), 902 (y10), 874 
(b10), 845 (y9), 717 (y8), 620 (y7), 592 (b7) and 535 (b6) with a peak observed at retention 
time of 15 min. The CID spectrum was compatible with the amino acid sequence of the 
proteolytic fragment [174-189]. These ions at m/z 847 and 719 were abundant and, 
following confirmation of the molecular structure of these peptides, it suggest that CK 
cleavage of equine type II collagen occurs at residue 189-190 and not at residue 192-193 
from the N-terminus, as formerly derived from previous studies on bovine type II collagen 
(Kafienah et al., 1998).  
 
4. Conclusion 
We have demonstrated that despite a high level of sequence homology a previously 
described  F1 fragment  (Kafienah et al., 1998) generated in bovine type II collagen is not 
observed following digestion of equine type II collagen with CK. Instead a different 
cleavage site is identified that generates a similar fragment in size. These results will permit 




methods allowing to study in body fluids and tissues specific proteolytic cleavage 
fragments of equine type II collagen. Furthermore, sensitive LC-MS/MS methods using 
isotopic labeling and reference internal standard strategy could be validated to support drug 
development program.  
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Figure 1  : Analysis of in vitro digestion of native equine type II collagen by CK 
(350nM) using 6% and 15% gels SDS PAGE. 1) MW ladder, 2) Native 
Equine type II collagen et 3) Equine type II collagen digested 24h by CK. 
Figure 2 : Example of proteolytic cleavage of equine type II collagen with CK 
followed by trypsin 
Figure  3 : CK primary cleavage site in bovine type II collagen and alignment of 
corresponding human and equine sequences around this site. 
Figure 4: Typical CID fragmentation pattern for peptides  
Figure 5 : CID Spectrum of proteolytic fragment F1 ; KPGKSGERGPPGPQGAR 
[190-206] at m/z 847 [M+2H]2+ 
Figure 6 : CID Spectrum of proteolytic fragment F1’ ; 







Figure  1 : Analysis of in vitro digestion of native equine type II collagen by CK (350nM) 
using a 6% SDS PAGE gel. 1. MW ladder, 2. Native Equine type II collagen 








Figure 2 : Identification strategy used to reveal specific proteolysis fragments of equine 


















Figure  3 : CK primary cleavage site in bovine type II collagen and sequence alignment of 









Figure 4 : Typical collision-induced peptide fragmentation pattern observed with tandem 
mass spectrometry (MS). This figure illustrates the accepted nomenclature for 













Figure 5 : CID Spectrum of proteolytic fragment KPGKSGERGPPGPQGAR [190-206] at 















Figure 6: CID Spectrum of proteolytic fragment F1’ ; 













 Quatrième chapitre : Discussion 
 
4.1  Étude préliminaire de la digestion du collagène de type 
II natif équin par la CK  
En raison de la grande similitude entre la molécule de collagène de type II bovine et 
celle, équine, l’étude préliminaire consistait à confirmer la similarité entre l’activité 
enzymatique de la CK sur le collagène de type II bovin (Kafienah et al., 1998) et équin. 
Ainsi, les travaux de Kafienah et al. (1998) ont servi de base afin d’élaborer les expériences 
initiales sur le collagène de type II équin, afin de déterminer les paramètres optimaux 
permettant la visualisation adéquate des quatre fragments produits par l’activité de la CK 
(F1 à F4). Le résultat de notre étude préliminaire a révélé, sur le gel de polyacrylamide, la 
présence de quatre fragments de poids moléculaires très semblables à ceux observés dans 
les travaux de Kafienah et al. (1998). Ce résultat suggère donc une analogie entre l’activité 
de la CK chez l’espèce bovine et équine. Par ailleurs, une étude plus poussée s’avère 
nécessaire afin de confirmer cette similitude. 
 
4.2  Étude de la digestion du collagène de type II natif équin 
par la CK 
Dans la perspective d’optimiser la visualisation des fragments ainsi que de se 
rapprocher des conditions in vivo, certains paramètres ont été modifiés. La température de 
digestion a été augmentée à 32°C, température semblable à celle des articulations (Verzijl 
et al., 2000), tout en restant inférieure à la température de fusion du collagène, de 38°C 
(Hay, 1982). Le pH du milieu utilisé a été augmenté à 5.5, au lieu de 5.0, ce qui se 
rapproche du pH moyen d’une articulation atteinte d’OA (Konttinen et al., 2002). Le temps 
de digestion a été allongé jusqu'à 24h et la concentration d’enzymes a été augmentée de 250 
nM à 350 nM, dans le but d’augmenter la production des produits de dégradation, facilitant 
ainsi la détection et la caractérisation des fragments obtenus par la digestion du collagène 
de type II équin par la CK. Les changements ont provoqué une diminution de la production 




des autres plus petits (F’1 à F’4, F5 et F6). Selon les changements apportés aux paramètres 
de digestion, ceux-ci devraient permettre la formation des fragments se rapprochant de ce 
qui serait observé en situation in vivo.  
La première coloration utilisée est celle à base de bleu de Coomassie. C’est une 
méthode rapide qui ne permet que la détection de plus de 0.3 à 0.5 μg de protéine par bande 
sur gel de SDS-PAGE (Wirth et Romano, 1995; Sasse et Gallagher, 2003). Une 
investigation plus approfondie du patron de fragmentation a été réalisée à l’aide d’une 
coloration pratiquement cent fois plus sensible, le nitrate d’argent (Wirth et Romano, 1995; 
Sasse et Gallagher, 2003). Ainsi, six autres fragments liés à la dégradation du collagène de 
type II équin par la CK ont été observés sur les gels de polyacrylamide. Sur le gel à 6% de 
polyacrylamide, les fragments F5 et F6 ont été identifiés, en plus des fragments F1 à F4 
précédemment observés. La masse moléculaire a été déterminée par le calcul de la mobilité 
relative (rf), comme expliqué précédemment (Méthodes analytiques 2.1.7). Les masses 
déduites par cette technique étaient de : F1; 118 KDa, F2; 112 KDa, F3; 106 KDa, F4; 98 
KDa, F5; 86 KDa and F6; 61 KDa. Sur le gel de 15%, quatre autres fragments ont été 
observés et nommés de F1’ à F4’. Leur poids moléculaire respectif, déterminé par le calcul 
du rf, est de : 17 kDa pour F1’, 26 kDa pour F2’, 35 kDa pour F3’ et 42 kDa pour F4’ : 42 
kDa. Nous avons attribué les termes suivant Fx et F’x aux fragments qui semblent 
complémentaires; Fx pour le fragment du côté C-terminal du site de clivage et F’x pour 
celui du côté N-terminal. On observe des relations entre certains fragments et plus 
particulièrement entre les fragments F1 (118 kDa) et F1’ (17 kDa), ce qui donne un poids 
moléculaire global de 135 kDa, le poids moléculaire correspondant à une molécule de 
collagène de type II équin sous sa forme native (Richardson et Dodge, 1997). 
Suivant l’observation de cette relation on s’attendait à une coloration de même 
intensité pour les fragments F1 et F1’, suggérant une même concentration. Cependant,  sur 
les gels (Figure 3.4), une différence de coloration entre ces deux fragments, F1 et F1’, 
suggère une différence de concentration. Cette différence peut être induite par l’utilisation 




précédemment, cette technique ne présente que peu de corrélation avec la concentration 
protéinique des bandes sur le gel, comparativement à la technique de coloration au bleu de 
Coomassie (Schleicher et Watterson, 1982; Wirth et Romano, 1995). Il est aussi possible 
que cette différence soit due à une activité protéolytique secondaire de la CK sur le plus 
petit fragment, réduisant ainsi sa concentration. Il est en effet connu que la CK a une 
activité enzymatique très active sur les molécules de collagène une fois dénaturées 
(Kafienah et al.,1998; Li et al., 2004).  
  
4.3  Étude de la spécificité des sites de digestion de la CK 
comparativement à ceux de la MMP-13  
Il est connu que le collagène de type II intact est également clivé par les 
collagénases et tout particulièrement par la collagénase-3 (MMP-13) (Nagase et al., 2006). 
Afin de s’assurer de la spécificité des fragments produits par la CK comparativement à la 
MMP-13, une migration sur SDS-PAGE des produits de digestion du collagène de type II 
par chacune de ces enzymes, a été exécutée. Les résultats ont démontré des  différences 
dans la migration des fragments, produits par l’activité des deux enzymes qui ont été 
observées (figure 3.3). La comparaison de la migration des deux types de digestion, sur le 
gel de 6%, permet d’identifier que les fragments F1, F4 et F6 sont spécifiques à l’activité 
protéolytique de la CK, comparativement aux fragments générés par l’activité de la MMP-
13. Par contre, lors de la comparaison de certaines bandes sur le gel, la diffusion des 
fragments F2, F3 et F5, ne permet pas d’assurer leurs spécificités de formation. 
La technique de SDS-PAGE utilisée offre généralement une bonne approximation 
de la masse moléculaire des éléments présents dans l’échantillon analysé,  mais peut parfois 
manquer de précision et de résolution (Liebler, 2002). Ceci peut être expliqué par la 
présence de sites de glycolisation sur la molécule de collagène de type II. En effet, la 
présence de glycolisation interfère avec les liaisons que le SDS établit avec les aa lors du 
processus de linéarisation de la molécule (Liebler, 2002). De plus, les conditions de 




influencer la diffusion (Liebler, 2002). La concentration du gel peut également influencer la 
migration des protéines, même dénaturées. Ainsi, l'évaluation des masses moléculaires des 
protéines ne s’avère qu’une approximation, d'où l’intérêt d’associer cette technique à la 
spectrométrie de masse, afin de réaliser une caractérisation plus sensible et exacte des 
fragments obtenus.  
 
4.4  Cartographie des peptides provenant du collagène de 
type II natif équin 
 
Afin de cartographier les peptides de collagène de type II natif équin, un appareil de 
HPLC couplé à un spectromètre de masse utilisant une source d’ionisation par électrospray 
(HPLC-ESI/MS) a été utilisé. 
 La stratégie d’identification de la carte peptidique a été basée sur la transposition 
des valeurs [M+nH]n+ obtenues par l’analyse HPLC-ESI/MS en valeur de masse de 
séquences d’aa. Les résultats de l’analyse de ces fragments trypsiques de collagène de type 
II par HPLC-ESI/MS, ont été comparés à des simulations de fragmentation produite à l’aide 
du logiciel mMass (mMass version 2.4). Ainsi, il y a 305 fragments recouvrant près de 84% 
du collagène de type II équin qui ont été identifiés, ce qui est considéré comme un 
recouvrement important (De Hoffmann et Stroobant, 2007). Lors de l’identification de ces 
fragments, il a été noté que quelques-uns des fragments identifiés recouvrent la séquence du 
signal peptidique de la protéine. Ce qui indique que certains des composants de la solution 
de collagène de type II équin utilisés sont, entre autres, des molécules de collagène 
intracellulaire (Van Der Rest, 1991).  
Des modifications post-traductionnelles variables ont été simulées, telles que celles 
observées précédemment dans le collagène de type II humain : l’hydroxylation de prolines 
(P) ainsi que l’hydroxylation accompagnée d’une glycosylation pour les lysines (K) 
(Bornstein and Sage 1980). Suivant la même stratégie d’identification de la carte 




masse des simulations de séquences d’aa modifiées, a été exécutée. Ainsi, il a été possible 
d’identifier l’emplacement de plusieurs modifications post-traductionnelles présentes sur la 
molécule de collagène de type II équin (Figure 3.5). C’est-à-dire, 48 sites d’hydroxylation 
de prolines ainsi que cinq lysines qui sont à la fois hydroxylées et glycosylées. Les prolines 
hydroxylées sont situées selon les arrangements spécifiques d’aa suivant, GPP, GEP et 
GEK, présents sur la molécule de collagène de type II équin. Nos résultats seraient donc 
compatibles avec ce qui a été précédemment observé pour le collagène de type I et II 
humain (Bornstein, et Sage, 1980; Su et al., 1989). Parmi ces modifications post-
traductionnelles sur les prolines, trois d’entre elles semblent hydroxylées de façon 
permanente (P287, P521 et P575), alors que les autres (45) ont paru être présentes sous les 
deux formes, hydroxylées ou non (Figure 3.5). Concernant les lysines modifiées, elles sont 
observées en positions K164, K551, K704, K734 et K887, leur identification étant basée sur la 
signature d’une perte neutre de 162 Da, due à la présence de la fonction glycolysée sur la 
protéine. Une perte neutre spécifique à une perte d’hexoses de l’espèce ionique (Gadgil et 
al. 2007) (figure 3.5). L’analyse n’a été faite que sur un seul spécimen de collagène de type 
II équin. Alors, il est certain que l’analyse de plusieurs sources de collagène de cartilage 
équin donnerait une image plus représentative des modifications post-traductionnelles 
présentes sur la séquence d’aa du collagène de type II équin. Ceci pourrait même être le 
sujet d’une petite étude à venir, afin d’approfondir et confirmer les informations recueillies 
sur les modifications post-traductionnelles présentes sur la séquence d’aa du collagène de 
type II équin. 
 
4.5  Identification des fragments produits par l’activité 
protéolytique de la CK sur le collagène de type II équin 
L’identification des fragments non trypsiques, composés d’une extrémité engendrée 
par l’activité protéolytique de la trypsine et l’autre par celle de la CK, informe sur la 
présence d’un site de clivage par la CK. Ainsi, six sites de clivage protéolytique de la CK 




l’identification des fragments non trypsiques présents en abondance : [189-190], [252-253], 
[326-327], [428-429], [563-564] et [824-825] (Figure 3.6). Les masses associées aux 
fragments les plus longs (C-Terminaux [X-1418] : Fx) résultant de ces sites de clivage, sont 
les masses moléculaires suivantes : F1 : 116.9 kDa, F2 : 111.1 kDa, F3 : 104.4 kDa, F4 : 95.3 
kDa, F5 : 82.9 kDa et F6 : 59.4 kDa. Une forte corrélation est constatée entre les masses 
assignées aux longs fragments F1 à F4 observés sur les gels de SDS-PAGE 1D (Figure 3.4) 
et les masses associées aux sites de clivage déterminés par l’analyse HPLC-ESI/MS. 
L’utilisation d’un appareil de plus haute résolution aurait pu être davantage adéquat comme 
stratégie d’analyse, mais ce type d’appareillage est plus rare et beaucoup plus onéreux à 
utiliser. Cependant, la stratégie utilisée dans le cadre de cette analyse offre un degré 
d’exactitude des résultats suffisamment élevé afin d’identifier proprement les fragments 
correspondant aux valeurs [M+nH]n+ obtenues. 
 
4.6  Caractérisation moléculaire du principal fragment 
protéolytique (EF1) 
Nous avons appelé ce nouveau fragment (EF1) pour des raisons de proximité du site 
de clivage F1 précédemment identifié par Kafienah (1998) et ajouté un (E) pour son 
identification chez l’espèce équine. La caractérisation moléculaire du site de clivage 
protéolytique principal EF1 a été réalisée par l’investigation de deux spectres MS/MS des 
ions représentant les côtés opposés du site de digestion EF1 nouvellement identifié ; les ions 
847 m/z et 719 m/z.  
Ainsi, le spectre MS/MS de l’ion d’une valeur de masses sur charge de 847 m/z est 
présent à l’intérieur du pic identifié au temps d’élution de 16 min., a permis de déterminer 
qu’il représentait la séquence KPGKSGERGPP(OH)GPQGAR. Le spectre révèle la 
présence de fragments caractéristiques b et y à des m/z de : 1410 (y4), 1195 (y6), 1165 (b12), 
1138 (y7), 1008 (y8), 995 (b10), 841 (b8), 795 (y10), 699 (y11), 685 (b7), 585 (y12), 555 (b6), 
528 (y13) et 498 (b5). Ces fragments sont tous compatibles avec la structure du peptide 




nouveau fragment EF1 (Figure 3.8). Le spectre qui a été obtenu suite à l’analyse MS/MS de 
l’ion m/z 719 ([M+2H]2+) au temps d’élution de 15 min., est constitué par les fragments b 
et y à des m/z de 1169 (y4), 1112 (y5), 999 (y6), 989 (b11), 902 (y7), 874 (b10), 845 (y8), 717 
(y9), 620 (y10), 592 (b7) et 535 (b6). Le tout est associé à la séquence des aa suivants [174-
189], donc GPP(OH)GPP(OH)GKPGDDGEAG, situé en amont du site de clivage (Figure 
3.9). La présence abondante de ces deux ions de m/z 847 et 719, confirme qu’ils sont sans 
doute des fragments de dégradation très importants. Cependant, ces résultats suggèrent que 
le site de clivage du collagène de type II équin par la CK est situé entre les résidus 189-190 
et non entre les résidus 192-193 à partir de l’extrémité N-terminal, comme identifié par 
l’étude menée sur l’activité de la CK sur le collagène de type II bovin (Kafienah et al., 
1998). 
Les résultats suggèrent que la présence du fragment F1, proposé par Kafienah et al. 
(1998), ne peut pas être clairement démontrée puisque l’abondance d’ions correspondant à 
ce clivage était trop faible pour produire un spectre MS/MS adéquat. La première 
hypothèse expliquant cette observation était que ce nouveau site de clivage serait la 
résultante d’une activité secondaire de l’enzyme suivant le clivage F1 précédemment 
identifié par Kafienah et al. (1998). Par contre, le fragment identifié par les spectres 
MS/MS (KPGKSGERGPP(OH)GPQGAR), recouvre le site de clivage F1 précédemment 
identifié par Kafienah et al. (1998). Dans le cas d’une activité protéolytique secondaire, ce 
fragment n’aurait pas été observé, ce qui infirme cette première hypothèse. Selon la 
seconde hypothèse, le site de clivage précédemment identifié par Kafienah et al. (1998) 
serait dû à une activité protéolytique secondaire au site de clivage EF1. Par contre, le site de 
digestion identifié par Kafienah et al. (1998) est la résultante d’une digestion du collagène 
de type II par la CK pendant 16h, alors que nos analyses ont été réalisées suite à une 
digestion de 24h, sous des conditions très semblables. De plus, les résultats de Kafienah et 
al. (1998) ne font aucune mention de la présence possible d’un site de clivage antérieur à 
celui qu’ils ont observé. À la lumière de ces informations, il serait peu probable que cette 




investigations de Kafienah et al. (1998) ne soit possiblement pas un produit de digestion 
important suite à la digestion du collagène de type II équin, par la CK, en raison d’une 
distinction d’espèce. Une différence au niveau des modifications post-traductionnelles 
pourrait expliquer que ces résultats antérieurs ne semblent pas être totalement transposables 
au collagène de type II équin, et ce, en dépit de l’homologie élevée entre ces espèces (figure 
3.1). 
 
4.7  Investigation sur l’homologie et la spécificité d’un 
biomarqueur potentiel 
Une investigation sur la séquence d’aa située à proximité du site de clivage EF1 de la 
CK sur le collagène de type II bovin, humain et équin, a été réalisée afin de déterminer la 
spécificité des néoépitopes formés par ce clivage. Cette étude a permis d’identifier quelques 
légères différences dans la séquence d’aa des espèces (figure 3.1). 
Ensuite, nous avons effectué une analyse Blast afin de déterminer si les séquences 
d’aa des néoépitopes identifiés sont bien spécifiques et non retrouvées ailleurs que dans le 
collagène de type II équin. Nous avons analysé spécifiquement les molécules de collagène 
de type I, III, IX et XI, ainsi que les molécules composant le cartilage. En raison de  
l’indisponibilité des séquences de collagène de type I, III, IX et XI équin, nous avons été 
obligés d’employer les séquences humaines (Seyer et Kang 1977; Bornstein et Sage 1980; 
Bernard, Yoshioka et al., 1988; Su, Lee et al. 1989; Muragaki, Kimura et al. 1990). 
Cependant, il y a un taux élevé d’homologie entre les séquences d’aa  humaines et équine 
au niveau du collagène de type II (Richardson et Dodge, 1997). Nos résultats suggèrent que 
les six premiers aa des néoépitopes situés sur le fragment F1 (KPGKSGéquin et 
KPGKAGhumain) sont spécifiques au collagène de type II respectif parmi toutes les 
protéines, équines ou humaines, séquencées ou prédites. Ces segments pourraient ainsi être 
utilisés dans la perspective de produire des anticorps qui seraient spécifiques pour le 






4.8  Études futures 
L’identification de ce nouveau site de clivage sur le collagène de type II équin, 
diffère de celui précédemment identifié (Kafienah et al., 1998), ce qui ouvre la voie à 
diverses opportunités de recherches, suivant la caractérisation et l’identification de la 
séquence spécifique au collagène de type II équin. Ainsi, il serait intéressant d’effectuer 
une investigation sur la possibilité de la production d’un anticorps reconnaissant cette 
séquence spécifique au fragment EF1 ; K190PGKSGER197.  
L’élaboration d’un anticorps détectant ce produit de clivage chez l’espèce équine 
pourrait être un outil clé dans l’établissement d’un diagnostic précoce des tissus atteints 
d’OA. L’application de techniques d’immunohistochimie et d’ÉLISA avec ce nouvel 
anticorps, pourrait permettre un suivi métabolique en réponse à un agent thérapeutique 
contre l’activité de la CK ou de fournir un pronostic approprié concernant l’évolution de la 
pathologie. La détection de ces produits dans les liquides ou les tissus in vitro et in vivo 
devra être validée et optimisée.  
Il sera important de valider et d’optimiser la méthodologie employant des liquides, 
tissus normaux et certains, atteints d’OA, afin de permettre la  détection des fragments de 
dégradation du collagène de type II équin, produits par l’activité protéolytique de la CK. 
Ces étapes pourraient démontrer l’efficacité de la reconnaissance et la spécificité de 
l’anticorps dans des conditions in vivo.  De plus, en raison du taux élevé d’homologie entre 
la séquence d’aa équine et humaine pour le collagène de type II, il serait intéressant de 
déterminer par une investigation si le néoépitope, adapté à la séquence d’aa humaine 
(KPOHGKAGER) est produit par l’activité de la CK chez les humains. Ce qui pourrait 
constituer un outil prometteur tant pour l’espèce équine que pour l’espèce humaine. 
 
 
 Cinquième chapitre : Conclusion 
En conclusion, nos résultats apportent des informations nouvelles aux connaissances 
déjà établies sur le collagène de type II équin, ainsi que sur l’activité enzymatique de la CK 
sur ce dernier. D’abord, nous avons identifié différentes modifications post-traductionnelles 
du collagène de type II équin, c’est-à-dire 48 sites d’hydroxylation de prolines, en plus de 5 
lysines étant à la fois hydroxylées et glycosylées. Subséquemment, nous avons identifié de 
nouveaux sites de clivage, dont l’un nommé EF1 en raison de sa grande proximité avec celui 
identifié précédemment lors de l’étude de Kafienah et al. (1998) sur le collagène de type II 
bovin. La création d’anticorps spécifiques à ces sites de clivage aura le potentiel de 
permettre l’élaboration de méthodes de dépistage d’OA, plus sensibles et plus sélectives de 
l’activité protéolytique de la CK sur le cartilage articulaire de l’espèce équine et, 
éventuellement, pour les tissus humains. Ces méthodes permettraient de suivre l’activité de 
la CK et deviendraient des outils intéressants dans l’évaluation de réponses à des thérapies 
pour l’OA et dans le développement de nouvelles drogues thérapeutiques contre l’activité 
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Séquence d’acides aminés de la protéine de collagène de type II humain 
Chaine précurseur de collagène alpha-1 (II), isoforme 1  
Locus NP_001835  1487aa 
(Bornstein and Sage 1980) 
 
   1 MIRLGAPQTL VLLTLLVAAV LRCQGQDVQE AGSCVQDGQR YNDKDVWKPE PCRICVCDTG 
  61 TVLCDDIICE DVKDCLSPEI PFGECCPICP TDLATASGQP GPKGQKGEPG DIKDIVGPKG 
 121 PPGPQGPAGE QGPRGDRGDK GEKGAPGPRG RDGEPGTPGN PGPPGPPGPP GPPGLGGNFA 
 181 AQMAGGFDEK AGGAQLGVMQ GPMGPMGPRG PPGPAGAPGP QGFQGNPGEP GEPGVSGPMG 
 241 PRGPPGPPGK PGDDGEAGKP GKAGERGPPG PQGARGFPGT PGLPGVKGHR GYPGLDGAKG 
 301 EAGAPGVKGE SGSPGENGSP GPMGPRGLPG ERGRTGPAGA AGARGNDGQP GPAGPPGPVG 
 361 PAGGPGFPGA PGAKGEAGPT GARGPEGAQG PRGEPGTPGS PGPAGASGNP GTDGIPGAKG 
 421 SAGAPGIAGA PGFPGPRGPP GPQGATGPLG PKGQTGEPGI AGFKGEQGPK GEPGPAGPQG 
 481 APGPAGEEGK RGARGEPGGV GPIGPPGERG APGNRGFPGQ DGLAGPKGAP GERGPSGLAG 
 541 PKGANGDPGR PGEPGLPGAR GLTGRPGDAG PQGKVGPSGA PGEDGRPGPP GPQGARGQPG 
 601 VMGFPGPKGA NGEPGKAGEK GLPGAPGLRG LPGKDGETGA AGPPGPAGPA GERGEQGAPG 
 661 PSGFQGLPGP PGPPGEGGKP GDQGVPGEAG APGLVGPRGE RGFPGERGSP GAQGLQGPRG 
 721 LPGTPGTDGP KGASGPAGPP GAQGPPGLQG MPGERGAAGI AGPKGDRGDV GEKGPEGAPG 
 781 KDGGRGLTGP IGPPGPAGAN GEKGEVGPPG PAGSAGARGA PGERGETGPP GPAGFAGPPG 
 841 ADGQPGAKGE QGEAGQKGDA GAPGPQGPSG APGPQGPTGV TGPKGARGAQ GPPGATGFPG 
 901 AAGRVGPPGS NGNPGPPGPP GPSGKDGPKG ARGDSGPPGR AGEPGLQGPA GPPGEKGEPG 
 961 DDGPSGAEGP PGPQGLAGQR GIVGLPGQRG ERGFPGLPGP SGEPGKQGAP GASGDRGPPG 
1021 PVGPPGLTGP AGEPGREGSP GADGPPGRDG AAGVKGDRGE TGAVGAPGAP GPPGSPGPAG 
1081 PTGKQGDRGE AGAQGPMGPS GPAGARGIQG PQGPRGDKGE AGEPGERGLK GHRGFTGLQG 
1141 LPGPPGPSGD QGASGPAGPS GPRGPPGPVG PSGKDGANGI PGPIGPPGPR GRSGETGPAG 
1201 PPGNPGPPGP PGPPGPGIDM SAFAGLGPRE KGPDPLQYMR ADQAAGGLRQ HDAEVDATLK 
1261 SLNNQIESIR SPEGSRKNPA RTCRDLKLCH PEWKSGDYWI DPNQGCTLDA MKVFCNMETG 
1321 ETCVYPNPAN VPKKNWWSSK SKEKKHIWFG ETINGGFHFS YGDDNLAPNT ANVQMTFLRL 
1381 LSTEGSQNIT YHCKNSIAYL DEAAGNLKKA LLIQGSNDVE IRAEGNSRFT YTALKDGCTK 






Séquence d’acides aminés de la protéine de collagène de type II équin 
Chaine précurseur de collagène alpha-1 (II), isoforme 1  
Locus NP_001075233  1418aa 
(Richardson et Dodge, 1997) 
 
   1 MIRLGAPQTL VLLTLLVAAV LRCHGQDVRQ PGPKGQKGEP GDIKDIVGPK GPPGPQGPAG 
  61 EQGPRGDRGD KGEKGAPGPR GRDGEPGTPG NPGPPGPPGP PGPPGLGGNF AAQMAGGFDE 
 121 KAGGAQMGVM QGPMGPMGPR GPPGPAGAPG PQGFQGNPGE PGEPGVSGPM GPRGPPGPPG 
 181 KPGDDGEAGK PGKSGERGPP GPQGARGFPG TPGLPGVKGH RGYPGLDGAK GEAGAPGVKG 
 241 ESGSPGENGS PGPMGPRGLP GERGRTGPAG AAGARGNDGQ PGPAGPPGPV GPAGGPGFPG 
 301 APGAKGEAGP TGARGPEGAQ GPRGEPGTPG SPGPAGAAGN PGTDGIPGAK GSAGAPGIAG 
 361 APGFPGPRGP PGPQGATGPL GPKGQTGEPG IAGFKGEQGP KGEPGPAGPQ GAPGPAGEEG 
 421 KRGARGEPGG AGPVGPPGER GAPGNRGFPG QDGLAGPKGA PGERGPSGLA GPKGANGDPG 
 481 RPGEPGLPGA RGLTGRPGDA GPQGKVGPSG APGEDGRPGP PGPQGARGQP GVMGFPGPKG 
 541 ANGEPGKAGE KGLPGAPGLR GLPGKDGETG AAGPPGPAGP AGERGEQGAP GPSGFQGLPG 
 601 PPGPPGEGGK PGDQGVPGEA GAPGLVGPRG ERGFPGERGS PGAQGLQGAR GLPGTPGTDG 
 661 PKGASGPAGP PGAQGPPGLQ GMPGERGAAG IAGPKGDRGD VGEKGPEGAP GKDGGRGLTG 
 721 PIGPPGPAGA NGEKGEVGPP GPAGTAGARG APGERGETGP PGPAGFAGPP GADGQPGAKG 
 781 EQGEAGQKGD AGAPGPQGPS GAPGPQGPTG VTGPKGARGA QGPPGATGFP GAAGRVGPPG 
 841 SNGNPGPPGP PGPSGKDGPK GARGDSGPPG RAGDPGLQGP AGPPGEKGEP GDDGPSGPDG 
 901 PPGPQGLAGQ RGIVGLPGQR GERGFPGLPG PSGEPGKQGA PGASGDRGPP GPVGPPGLTG 
 961 PAGEPGREGT PGADGPPGRD GAAGVKGDRG EAGALGAPGA PGPPGSPGPA GPTGKQGDRG 
1021 EAGAQGPMGP AGPAGARGLP GPQGPRGDKG EAGEAGERGL KGHRGFTGLQ GLPGPPGPSG 
1081 DQGASGPAGP SGPRGPPGPV GPSGKDGANG IPGPIGPPGP RGRSGETGPA GPPGNPGPPG 
1141 PPGPPGPGID MSAFAGLGPR EKGPDPLQYM RADEAAGGLR PHDEEVEATL KSLNNQIESI 
1201 RSPEGSRKNP ARTCRDLKLC HPEWKSGDYW IDPNQGCTLD AMKVFCNMET GETCVYPNPA 
1261 NVPKKNWWSS KSKDKKHIWF GETINGGFHF SYGDDNLAPN TANVQMTFLR LLSTEGSQNI 
1321 TYHCKNSIAY LDEAAGNLKK ALLIQGSNDV EIRAEGNSRF TYTVLKDGCT KHTGKWGKTT 
1381 IEYRSQKTSR LPIIDIAPMD IGGPEQEFGV DIGPVCFL 
 
 
 
